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ABSTRACT	  
The	  previous	  view	  of	  DNA	  as	  a	  linear	  sequence	  of	  bases	  is	  evolving	  to	  consider	  structure,	  topol-­‐
ogy	  and	  dynamics.	  Sequences	  surrounding	  damage	  lesions	  have	  been	  shown	  to	  effect	  enzyme	  recogni-­‐
tion	  and	  processing.	  Here	  we	  present	  an	  in	  depth	  investigation	  of	  subtle	  structural	  and	  dynamical	  fea-­‐
tures	  imparted	  to	  nucleic	  acid	  duplexes	  by	  a	  designed	  modification	  or	  damage	  lesions.	  Highly	  restrained	  
solution	  structures	  were	  generated	  and	  validated	  utilizing	  a	  range	  of	  NMR	  techniques.	  This	  allowed	  for	  
characterization	  of	  multiple	  features	  of	  the	  nucleic	  acid	  duplex;	  such	  as	  base	  pairing,	  backbone	  torsion	  
angles,	  deoxyribose	  sugar	  pucker,	  and	  intra	  and	  inter	  nucleotide	  proton	  distances.	  Additional	  experi-­‐
ments	  provided	  insight	  into	  dynamic	  movements	  of	  the	  nucleic	  bases.	  These	  features	  are	  then	  corre-­‐
lated	  to	  enzyme	  data	  in	  order	  to	  explain	  the	  observed	  modulation	  of	  activity.	  	  
	  
	  
INDEX	  WORDS:	  Nucleic	  acids,	  DNA,	  RNA,	  Oligonucleotide,	  ODN,	  Modified	  DNA	  /	  RNA	  hybrid,	  Modified	  
DNA	  backbone,	  RNase	  H1,	  Enzyme	  activity,	  Hypothetical	  activity,	  Substrate	  recognition,	  Mis-­‐
match	  recognition,	  Mismatch	  detection,	  Damage	  repair,	  DNA	  damage,	  DNA	  lesion,	  MSH2-­‐MSH6,	  
DNA	  sequence	  fidelity,	  Base	  opening	  rate,	  Structural	  features,	  Alpha	  anomeric	  damage,	  Endonu-­‐
clease	  IV,	  Helical	  kink,	  Structural	  perturbation,	  Helical	  topology,	  Minor	  groove	  topology,	  Solution	  
NMR,	  Nucleic	  acid	  structure,	  High	  resolution	  structure,	  NMR	  solution	  structure	  	  
	  NUCLEIC	  ACID	  SUBSTRATES;	  INVESTIGATION	  OF	  STRUCTURAL	  AND	  DYNAMIC	  FEATURES	  THAT	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  

















A	  Dissertation	  Submitted	  in	  Partial	  Fulfillment	  of	  the	  Requirements	  for	  the	  Degree	  of	  
Doctorate	  of	  Philosophy	  	  
in	  the	  College	  of	  Arts	  and	  Sciences	  














































Christopher	  N.	  Johnson	  
2011
	  
NUCLEIC	  ACID	  SUBSTRATES;	  INVESTIGATION	  OF	  STRUCTURAL	  AND	  DYNAMIC	  FEATURES	  THAT	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  










Committee	  Chair:	  	   Dr.	  Markus	  W.	  Germann	  
	  
Committee:	   Dr.	  W.	  David	  Wilson	  	  
Dr.	  Kathryn	  Grant	  
Dr.	  Donald	  Hamelberg	  
	  
	  
Electronic	  Version	  Approved:	  
	  
Office	  of	  Graduate	  Studies	  
College	  of	  Arts	  and	  Sciences	  





I	  would	  like	  to	  dedicate	  this	  work	  to	  my	  wife	  Amy,	  my	  parents	  Robert	  and	  Mary,	  and	  the	  Rawls	  
and	  Janowski	  families.	  With	  out	  their	  love	  and	  support	  (including	  much	  needed	  long	  weekends	  at	  the	  





I	  would	  like	  to	  thank	  Markus	  Germann	  for	  his	  time,	  teaching,	  and	  support,	  through	  whom	  I	  have	  
learned	  how	  to	  grow	  and	  think	  as	  a	  scientist.	  A	  special	  thanks	  to	  Subrata	  Mishra	  and	  Alex	  Spring	  for	  in-­‐
sightful	  discussions	  and	  countless	  hours	  of	  problem	  solving.	  Additionally	  I	  would	  like	  to	  thank	  our	  col-­‐
laborators	  Barbara	  Shaw	  and	  Dmitri	  Sergueev	  for	  their	  work	  on	  the	  borono	  DNA	  modification,	  Anthony	  
Mazurek	  and	  Richard	  Fishel	  for	  their	  work	  on	  the	  MSH2-­‐MSH6	  enzyme	  experiments,	  and	  Richard	  Cun-­‐
ningham	  for	  his	  work	  with	  endonuclease	  IV.	  Lastly,	  I	  would	  like	  to	  thank	  the	  Brains	  and	  Behavior	  pro-­‐




TABLE	  OF	  CONTENTS	  
ACKNOWLEDGEMENTS ................................................................................................................... v	  
LIST	  OF	  TABLES .............................................................................................................................. xii	  
LIST	  OF	  FIGURES ........................................................................................................................... xiv	  
1	   INTRODUCTION.........................................................................................................................1	  
1.1	   Note	  about	  the	  importance	  of	  DNA:..................................................................................1	  
1.2	   DNA	  is	  constantly	  being	  damaged: ....................................................................................1	  
1.3	   Repair	  pathway	  overviews:................................................................................................2	  
1.4	   DNA	  accessibility,	  where	  is	  damage	  likely	  occur:...............................................................3	  
1.5	   DNA	  structure: ...................................................................................................................3	  
1.6	   Subtle	  DNA	  damage: ..........................................................................................................5	  
1.7	   Surrounding	  sequence	  plays	  a	  role: ...................................................................................5	  
1.8	   DNA	  protein	  interactions: ..................................................................................................6	  
1.9	   Chapter	  outline: .................................................................................................................7	  
1.10	   References: ....................................................................................................................15	  
2	   Structural	  basis	  of	  the	  RNase	  H1	  activity	  on	  stereo	  regular	  borano	  phosphonate	  DNA	  /	  RNA	  	  	  	  	  	  
	   hybrids ....................................................................................................................................17	  
2.1	   Preface: ............................................................................................................................17	  
2.2	   Abstract:...........................................................................................................................17	  
2.3	   Introduction: ....................................................................................................................18	  
vii 
2.4	   Materials	  and	  methods:...................................................................................................20	  
2.4.1	   Sample	  preparation: .................................................................................................20	  
2.4.2	   Melting	  temperature	  studies: ...................................................................................20	  
2.4.3	   NMR	  spectroscopy: ...................................................................................................21	  
2.4.4	   Starting	  structures: ...................................................................................................21	  
2.4.5	   Structure	  determination: ..........................................................................................22	  
2.5	   Results:.............................................................................................................................24	  
2.5.1	   Thermodynamic	  stability: .........................................................................................24	  
2.5.2	   Base	  stacking	  and	  orientation:..................................................................................24	  
2.5.3	   Base	  pairing:..............................................................................................................25	  
2.5.4	   Backbone: .................................................................................................................25	  
2.5.5	   Pseudorotation	  analysis:...........................................................................................26	  
2.5.6	   NMR	  structure	  determination: .................................................................................26	  
2.5.7	   Analysis	  of	  the	  NMR	  structures:................................................................................27	  
2.6	   Discussion: .......................................................................................................................28	  
2.7	   References .......................................................................................................................43	  
3	   Mismatch	  repair.....................................................................................................................49	  
3.1	   Introduction: ....................................................................................................................49	  
3.1.1	   Repair	  overview: .......................................................................................................49	  
3.1.2	   MSH2-­‐MSH6:	  DNA	  binding	  and	  mismatch	  recognition:............................................50	  
viii 
3.2	   Materials	  and	  methods:...................................................................................................52	  
3.2.1	   Protein	  purification,	  DNA	  substrate	  preparation,	  ATPase,	  and	  IAsys	  surface	  plasmon	  
	   resonance	  (SPR)	  assays: ............................................................................................52	  
3.2.2	   UV	  thermal	  denaturation:.........................................................................................52	  
3.2.3	   NMR: .........................................................................................................................53	  
3.3	   Results	  /	  discussion:.........................................................................................................53	  
3.3.1	   MSH2-­‐MSH6:	  mismatch	  sequence	  contexts: ............................................................53	  
3.3.2	   NMR	  structural	  analysis: ...........................................................................................54	  
3.3.3	   Molecular	  dynamic	  simulations: ...............................................................................55	  
3.3.4	   Base	  pair	  dynamics: ..................................................................................................55	  
3.4	   References: ......................................................................................................................72	  
4	   DNA	  sequence	  context	  conceals	  α	  anomeric	  lesions .............................................................76	  
4.1	   Preface: ............................................................................................................................76	  
4.2	   Abstract:...........................................................................................................................76	  
4.3	   Introduction: ....................................................................................................................77	  
4.4	   Materials	  and	  Methods:...................................................................................................78	  
4.4.1	   DNA	  Synthesis	  and	  Purification:................................................................................78	  
4.4.2	   Enzyme	  Activity	  and	  Processing:...............................................................................79	  
4.4.3	   Melting	  Temperature	  Studies: ..................................................................................79	  
4.4.4	   NMR	  Spectroscopy:...................................................................................................80	  
4.4.5	   Starting	  Structure:.....................................................................................................80	  
ix 
4.4.6	   Structure	  Determination:..........................................................................................81	  
4.4.7	   Molecular	  Dynamic	  Simulations: ..............................................................................82	  
4.5	   Results:.............................................................................................................................82	  
4.5.1	   Enzyme	  activity	  and	  processing: ...............................................................................82	  
4.5.2	   Thermodynamic	  stability: .........................................................................................82	  
4.5.3	   Base	  Pairing:..............................................................................................................83	  
4.5.4	   Backbone: .................................................................................................................83	  
4.5.5	   Sugar	  Pucker: ............................................................................................................84	  
4.5.6	   1H	  NMR: ....................................................................................................................84	  
4.5.7	   Structure	  Calculation: ...............................................................................................85	  
4.5.8	   Structural	  Analysis: ...................................................................................................85	  
4.5.9	   Molecular	  dynamic	  simulations: ...............................................................................86	  
4.6	   Discussion: .......................................................................................................................87	  
4.7	   References: ....................................................................................................................102	  
5	   Materials	  and	  methods.........................................................................................................105	  
5.1	   DNA	  preparation: ...........................................................................................................105	  
5.1.1	   DNA	  synthesis,	  cleavage	  and	  de-­‐protection: ..........................................................105	  
5.1.2	   DNA	  purification: ....................................................................................................105	  
5.1.3	   Strand	  quantification: .............................................................................................106	  
5.2	   Melting	  temperature	  studies: ........................................................................................106	  
x 
5.2.1	   Fixed	  concentration	  experiments: ..........................................................................106	  
5.2.2	   Concentration	  dependent	  experiments:.................................................................106	  
5.2.3	   Data	  analysis: ..........................................................................................................107	  
5.3	   NMR: ..............................................................................................................................107	  
5.3.1	   Sample	  preparation: ...............................................................................................107	  
5.3.2	   Backbone	  torsion	  angle	  ε,	  determination	  by	  CT	  NOESY: .........................................108	  
5.3.3	   CT	  NOESY	  Data	  Processing	  &	  Interpretation:...........................................................109	  
5.3.4	   CT	  COSY	  constant	  time	  correlation	  spectroscopy:...................................................110	  
5.3.5	   Sugar	  pucker	  data	  collection	  and	  analysis: .............................................................111	  
5.3.6	   Residual	  dipolar	  coupling	  data	  collection	  and	  analysis:..........................................112	  
5.4	   Structure	  generation:.....................................................................................................113	  
5.4.1	   Starting	  structure	  -­‐	  NUCGEN	  and	  Xleap: .................................................................113	  
5.4.2	   NOESY	  data	  collection	  and	  integration: ..................................................................113	  
5.4.3	   CORMA	  MARDIGRAS	  and	  AMBER	  overview: ..........................................................115	  
5.4.4	   Detailed	  example	  of	  structure	  generation	  process:................................................115	  
5.4.5	   Final	  structure(s)	  and	  analysis	  by	  CURVES: .............................................................120	  
5.5	   Base	  pair	  life	  time	  determination: .................................................................................121	  
5.5.1	   Sample	  preparation	  data	  acquisition: .....................................................................121	  
5.5.2	   Data	  processing	  and	  analysis ..................................................................................121	  
5.6	   References: ....................................................................................................................155	  
xi 
6	   Concluding	  remarks ..............................................................................................................157	  
7	   APPENDICES ..........................................................................................................................159	  




LIST	  OF	  TABLES	  
Table	  2-­‐1.	  Thermodynamic	  properties	  of	  DNA	  /	  RNA	  hybrids	  containing	  a	  central	  Rp	  or	  Sp	  BH3	  
DNA	  backbone	  modification	  and	  an	  unmodified	  control	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  50	  mM	  NaCl,	  pH	  
6.4.	  	  TM	  values	  were	  calculated	  for	  a	  30	  µM	  duplex.	  ΔG	  calculated	  at	  298	  K.	  
a	  Control	  sample	  from	  
previously	  published	  work	  at	  similar	  conditions	  (22).................................................................................39	  
Table	  2-­‐2.	  Properties	  of	  a	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  and	  the	  effects	  of	  modifying	  the	  DNA	  backbone.	  
Replacement	  of	  a	  non-­‐linking	  oxygen	  with	  a	  borano	  group	  yields	  the	  advantages	  of	  the	  thiol	  group	  
without	  the	  problem	  of	  toxicity. ................................................................................................................40	  
Table	  2-­‐3.	  Summary	  of	  NMR	  Restraints	  Used	  for	  Structure	  Development	  a	  Quantitative	  distance	  
restraints	  were	  derived	  using	  RANDIMARDI	  procedure	  similar	  to	  previously	  published	  methods.	  (22)	  
Final	  restrained	  molecular	  dynamic	  simulations	  (rMD)	  were	  run	  for	  6.0	  ns	  solvated	  in	  TIP3P	  water	  at	  300	  
K	  with	  the	  addition	  of	  Na+	  ions	  to	  neutralize	  phosphate	  backbone	  charges.	  	  Final	  ensembles	  underwent	  
fully	  restrained	  minimization	  (rEM)	  (1000	  steps	  steepest	  decent	  followed	  by	  1000	  steps	  conjugated	  
gradient)	  RMSD	  values	  were	  measured	  in	  VMD	  version	  1.9.	  	  Final	  Amber	  energies	  were	  calculated	  in	  the	  
absence	  of	  H2O	  and	  Na
+	  ions.	  bIn	  kilocalories	  per	  mole .............................................................................41	  
Table	  2-­‐4	  Selected	  helicoidal	  parameters	  for	  the	  RP	  and	  SP	  hybrid.	  Measured	  values	  indicate	  the	  
final	  NMR	  structures	  are	  similar	  to	  an	  unmodified	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  with	  helical	  properties	  in	  between	  
an	  A	  and	  B	  type	  helix. .................................................................................................................................42	  
Table	  3-­‐1.	  Key	  enzymes	  and	  functions	  in	  E.	  coli	  and	  mammalian	  mismatch	  repair.	  Table	  adapted	  
from	  Erie,	  Li	  and	  Hsieh	  (11). .......................................................................................................................70	  
Table	  3-­‐2.	  Molecular	  dynamic	  stimulations	  of	  DNA	  decamers	  containing	  a	  GT	  or	  GA.	  Standard	  
deviation	  of	  the	  R.M.S.D	  for	  all	  heavy	  atoms	  contained	  each	  nucleotide	  for	  each	  mismatch.	  Simulations	  
xiii 
carried	  out	  in	  AMBER	  9.0	  utilizing	  the	  parm99	  force	  field.	  Duplexes	  were	  solvated	  in	  TIP3P	  water	  in	  a	  box	  
with	  at	  least	  8	  Å	  from	  the	  edge	  of	  the	  solute	  to	  the	  edge	  of	  the	  box	  (~	  3200	  molecules,)	  for	  30	  ns	  at	  
300K.	  Phosphate	  charges	  were	  neutralized	  by	  Na+	  ions. ...........................................................................71	  
Table	  4-­‐1.	  Thermodynamic	  properties	  ΔH	  and	  Tm	  values	  for	  DNA	  decamers.	  Kinetic	  data	  for	  
processing	  of	  substrates	  containing	  an	  αA	  lesion	  with	  varying	  flanking	  sequences	  by	  endonuclease	  IV.	  
Flanking	  the	  lesion	  by	  5'	  CaAG	  3'	  results	  in	  a	  ~4	  x	  increase	  in	  Km	  and	  kcat	  compared	  to	  other	  sequences.99	  
Table	  4-­‐2.	  Summary	  of	  restraint	  and	  evaluation	  parameters	  for	  the	  CaAG	  duplex. ...................100	  
Table	  4-­‐3.	  RMSD	  of	  heavy	  atoms	  for	  30	  ns	  unrestraint	  AMBER	  simulations.	  Systems	  were	  
solvated	  in	  a	  ~3200	  TIP3P	  water	  in	  a	  box	  with	  at	  least	  10Å	  from	  the	  edge	  of	  the	  solute	  to	  the	  edge	  of	  the	  
box............................................................................................................................................................101	  
Table	  5-­‐1.	  Table	  for	  determining	  minor	  conformation	  coupling	  constant	  values.	  Table	  from	  
Rinkel	  et	  al.	  (6)..........................................................................................................................................152	  
Table	  5-­‐2.	  Table	  for	  determining	  minor	  conformation	  coupling	  constants.	  	  Table	  from	  Rinkel	  et	  
al.	  (6).........................................................................................................................................................153	  
Table	  5-­‐3.	  Triethyl	  amine	  internal	  pH	  reference.	  A	  calibration	  curve	  was	  constructed	  using	  ~	  1.0	  
mM	  TEA	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate	  100	  mM	  sodium	  chloride,	  10%	  D2O,	  0.5	  mM	  EDTA.	  From	  a	  stock	  
solution	  of	  0.2	  M	  TEA	  in	  H2O,	  ~	  2.0	  µl	  was	  added	  to	  each	  NMR	  sample.	  Measuring	  the	  difference	  
between	  peaks	  C	  and	  D	  the	  pH	  was	  calculated	  using	  the	  following	  equation	  Y	  =	  0.25811X	  +	  1.384.	  Where	  
y	  =	  |	  Δ	  TEA	  peak	  C	  -­‐	  peak	  D|,	  and	  X	  =	  pH	  at	  288	  K	  .	  	  The	  calibration	  curve	  assumes	  a	  linear	  relationship	  




LIST	  OF	  FIGURES	  
Figure	  1-­‐1.	  Types	  of	  DNA	  damage.	  Some	  forms	  of	  damage	  such	  as	  intra-­‐strand	  cross-­‐links	  or	  
double	  strand	  breaks	  grossly	  deform	  the	  DNA	  duplex.	  Other	  types	  of	  damage	  such	  as	  a	  mismatched	  base	  
pairs	  or	  abasic	  lesions	  result	  in	  more	  subtle	  perturbations. ........................................................................8	  
Figure	  1-­‐2.	  Schematic	  of	  DNA	  packaging.	  Genetic	  information	  is	  contained	  in	  the	  identity	  of	  the	  
nucleic	  base.	  The	  DNA	  double	  helix	  is	  compacted	  and	  packaged	  into	  a	  chromosome.	  The	  highly	  compact	  
structure	  of	  chromatin	  helps	  protect	  the	  DNA	  from	  some	  forms	  of	  damage.	  Figure	  adapted	  from	  
http://www.brynmawr.edu/biology/franklin/genome_intro.html..............................................................9	  
Figure	  1-­‐3.	  Diagram	  of	  DNA	  nucleotide	  with	  backbone	  torsion	  angles.	  An	  additional	  phosphorous	  
group	  has	  been	  added	  to	  accurately	  describe	  torsion	  ζ. ...........................................................................10	  
Figure	  1-­‐4.	  Diagram	  of	  Watson	  Crick	  base	  pairing.	  Hydrogen	  bonds	  are	  shown	  as	  red	  lines. ......11	  
Figure	  1-­‐5.	  Examples	  of	  reverse	  Watson	  Crick	  and	  Hoogsteen	  base	  pairing.	  Hydrogen	  bonds	  are	  
shown	  as	  red	  lines. .....................................................................................................................................12	  
Figure	  1-­‐6.	  Examples	  of	  nucleic	  acid	  helical	  conformation.	  RNA	  predominantly	  exists	  in	  an	  A	  type	  
helix	  shown	  in	  red.	  DNA	  usually	  adopts	  a	  B	  type	  helix	  shown	  in	  blue.	  The	  backbone	  is	  shown	  in	  grey. ...13	  
Figure	  1-­‐7.	  Diagram	  of	  dominant	  sugar	  pucker	  dominant	  conformations.	  B	  form	  DNA	  typically	  
adopts	  the	  2'	  endo	  conformation	  (S	  type	  pucker)	  where	  as	  A	  from	  RNA	  favors	  a	  3'	  endo	  conformation	  (N	  
type	  pucker). ..............................................................................................................................................14	  
Figure	  2-­‐1.	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  design.	  RP	  and	  Sp	  denote	  the	  chirality	  of	  the	  phosphorus. ............30	  
Figure	  2-­‐2.	  1H	  and	  31P	  chemical	  shift	  differences	  at	  298K	  of	  the	  RP	  and	  SP	  hybrids	  compared	  to	  an	  
unmodified	  DNA	  RNA	  control.	  	  denotes	  	  Σ (|ΔH1’|	  |ΔH2’1|	  |ΔH2’2|	  |ΔH3’|)	  chemical	  shifts,	  P	  
phosphorus,	  A	  T	  G	  C	  |ΔH6|	  or	  |ΔH8|.	  Color	  scheme	  as	  follows:	  	  >	  0.10	  Δ	  ppm,	  	  0.10	  –	  0.05	  Δ	  ppm,	  
xv 
	  <	  0.05	  Δ	  ppm.	  	  	  -­‐-­‐-­‐-­‐	  denotes	  imino	  protons	  visible	  at	  280K,	  	  solid	  line	  indicates	  imino	  protons	  observed	  
at	  298K. ......................................................................................................................................................31	  
Figure	  2-­‐3.	  Imino	  proton	  spectra	  of	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  Sample	  conditions	  as	  follows;	  80	  µM	  
oligonucleotide	  duplex,	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  100	  mM	  NaCl,	  0.1	  mM	  EDTA,	  90%	  H2O,	  280	  K,	  pH	  
6.2.	  The	  red	  arrow	  points	  out	  significant	  changes	  in	  the	  imino	  proton	  (T5)	  shifts	  between	  the	  two	  
hybrids........................................................................................................................................................32	  
Figure	  2-­‐4.	  31P	  spectra	  of	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  Assignments	  were	  obtained	  from	  an	  HPCOR	  
experiment.	  	  Red	  arrows	  indicate	  peaks	  that	  have	  differences	  >	  0.15	  ppm	  between	  the	  modified	  hybrids.	  
The	  T5–P–G6	  phosphates	  experiences	  a	  large	  shift	  (94ppm)	  due	  to	  the	  BH3	  group,	  similar	  to	  other	  
observed	  11B	  -­‐	  31P	  chemical	  (39). ................................................................................................................33	  
Figure	  2-­‐5.	  11B	  and	  1H	  spectra	  of	  the	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  	  A)	  
11B	  spectra	  of	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  A	  
single	  broad	  peak	  due	  to	  coupling	  to	  1H	  and	  31P	  is	  observed	  (RP	  hybrid	  -­‐41.43	  ppm,	  SP	  hybrid	  -­‐42.11	  
ppm).	  B)	  Decoupling	  of	  1H	  sharpens	  the	  11B	  peak	  to	  a	  doublet	  (1JBP	  133	  Hz).	  	  C)	  
1H	  signal	  of	  the	  BH3	  group,	  
(R	  hybrid	  0.33	  ppm,	  S	  hybrid	  0.42	  ppm).	  D)	  Decoupling	  of	  31P	  sharpens	  the	  1H	  signal	  from	  the	  BH3	  
modification	  to	  a	  doublet.	  (1JHB	  21.4	  Hz)	  *	  denotes	  signal	  from	  DSS..........................................................34	  
Figure	  2-­‐6.	  Boron	  decoupled	  {11B}	  NOESY;	  the	  1H	  signal	  from	  the	  BH3	  group	  is	  sharpened	  allowing	  
for	  the	  detection	  of	  cross	  peaks	  to	  nearby	  sugar	  (RP	  hybrid)	  and	  base	  (SP	  hybrid)	  protons.	  	  RP	  hybrid	  
contracts	  show	  in	  red,	  SP	  hybrid	  in	  blue. ....................................................................................................35	  
Figure	  2-­‐7.	  Aligned	  (heavy	  atoms)	  bundles	  of	  the10	  final	  NMR	  structures.	  RP	  hybrid	  DNA	  in	  red,	  
SP	  hybrid	  DNA	  in	  blue,	  RNA	  shown	  in	  grey.	  Structures	  were	  generated	  by	  sampling	  1	  /	  ps	  for	  the	  final	  
10ps	  of	  a	  6.0	  ns	  restrained	  solvated	  molecular	  dynamic	  simulation	  (rMD),	  followed	  by	  fully	  restrained	  
minimization.	  	  RMSD	  of	  the	  heavy	  atoms	  were	  ,	  RP	  hybrid	  0.30	  Å	  ,	  SP	  hybrid	  0.34	  Å. ...............................36	  
Figure	  2-­‐8.	  A)	  Overlay	  of	  RP	  and	  SP	  hybrid	  structures,	  color	  coded	  according	  to	  chemical	  shift	  
differences	  between	  the	  two	  modified	  hybrids.	  	  RP	  and	  SP	  hybrids	  aligned	  by	  all	  heavy	  atoms	  (except	  
xvi 
boron).	  	  Nucleotides	  (Σ	  (|H1’|	  |H2’1|	  |H2’2|	  |H3’|	  |H4’|	  	  |H6	  /	  H8|	  |13C1’|	  |13C6	  /	  13C8	  |)	  	  >	  1.00	  
ppm,	  1.00	  ppm	  <	  	  >	  0.50	  ppm,	  	  <	  0.50	  ppm.	  B)	  RP	  and	  SP	  hybrid	  chemical	  shift	  difference	  plotted	  by	  
residue.	  1H	  (top)	  closed	  box	  denotes	  Σ	  (|H1’|	  |H2’1|	  |H2’2|	  |H3’|	  |H4’|),	  13C	  (middle),	  31P	  (bottom)	  all	  
Δ	  ppm.	  	  T5–P–G6	  (
31P)	  display	  the	  largest	  difference	  in	  chemical	  shift	  between	  the	  two	  modified	  hybrids	  
(Δ	  1.2	  ppm).................................................................................................................................................37	  
Figure	  2-­‐9.	  A)	  Models	  of	  fully	  stereo	  specific	  Rp	  (red)	  or	  Sp	  (blue)	  modified	  BH3	  DNA	  /	  RNA	  
hybrids.	  B)	  Rp	  BH3	  modifications	  (shown	  as	  red	  CPK	  spheres)	  were	  modeled	  on	  the	  existing	  crystal	  
structure	  of	  RNase	  H1	  enzyme	  (tan)	  in	  complex	  with	  a	  DNA	  (red)	  RNA	  (grey)	  hybrid	  (8).	  The	  enzyme	  
contacts	  the	  hybrid	  along	  the	  DNA	  backbone	  and	  in	  the	  minor	  grove	  (green)..........................................38	  
Figure	  3-­‐1	  MSH2	  (grey)	  MSH6	  (cyan)	  forms	  a	  clamp	  around	  the	  DNA	  substrate	  (red)	  upon	  
locating	  a	  mismatch.	  Figure	  constructed	  from	  Warren	  et	  al.	  208B	  (1)	  . ....................................................57	  
Figure	  3-­‐2.	  MSH2-­‐MSH6	  (light	  grey)	  contacts	  a	  GT	  mismatch	  through	  a	  conserved	  Phe-­‐X-­‐Glue	  
motif	  (green	  surface	  with	  Phe	  427	  highlighted	  in	  licorice).	  The	  representative	  figure	  was	  constructed	  
from	  Warren	  et	  al.	  208B	  (1). ......................................................................................................................58	  
Figure	  3-­‐3.	  The	  Phe	  427	  (green	  licorice)	  of	  MSH6	  wedges	  into	  the	  DNA	  duplex	  and	  stacks	  on	  the	  
5'	  side	  of	  the	  mismatched	  base	  targeted	  for	  removal	  (GT	  mismatched	  base	  pair	  show	  in	  red).	  Warren	  et	  
al.	  208B	  (1). ................................................................................................................................................59	  
Figure	  3-­‐4.	  Upon	  binding	  a	  DNA	  substrate	  containing	  a	  mismatch	  (41mer)	  MSH2-­‐MSH6	  
transitions	  to	  a	  sliding	  clamp.	  Given	  the	  enzyme	  is	  ~	  55	  Å	  in	  width,	  it	  quickly	  slides	  off	  the	  end	  of	  the	  
substrate	  (~	  150Å	  in	  length).	  At	  this	  time	  hydrolysis	  of	  ATP	  to	  ADP	  results	  in	  returning	  MSH2MSH6	  to	  the	  
mismatch	  binding	  competent	  form.	  Kcat	  (turn	  over)	  provides	  a	  convenient	  means	  for	  assessing	  
mismatch	  recognition.	  Examination	  of	  96	  substrates	  reveals	  the	  following	  trend;	  symmetric	  3'	  purines	  
(red)	  enhance	  recognition	  where	  as	  symmetric	  3'	  pyrimidines	  hamper	  (blue).	  	  Shown	  on	  the	  left	  are	  
examples	  of	  each	  type	  of	  flanking	  sequence	  classification.	  Data	  from	  Mazurek	  et	  al.	  2009	  (9)................60	  
xvii 
Figure	  3-­‐5.	  Melting	  temperature	  studies	  for	  eight	  mismatches	  containing	  varying	  flanking	  
sequences.	  Shown	  In	  red	  are	  mismatches	  surrounded	  by	  symmetric	  purines	  (CxA),	  in	  blue	  are	  3'	  
symmetric	  pyrimidines	  (AxC).	  G/T*	  samples	  were	  GxC	  (blue)	  and	  CxG	  (red).	  Error	  bars	  are	  shown	  as	  lines	  
,	  however	  most	  are	  contained	  within	  the	  size	  of	  the	  plotted	  rectangle.	  Data	  from	  Mazurek	  et	  al.	  2009	  
(9). ..............................................................................................................................................................61	  
Figure	  3-­‐6.	  System	  design	  for	  investigation,	  only	  3'	  symmetric	  purines	  (red)	  and	  3'	  symmetric	  
pyrimidines	  (blue)	  for	  GT	  and	  GA	  mismatches	  were	  investigated	  as	  these	  represented	  the	  extremes	  of	  
enzyme	  modulation.	  DNA	  duplexes	  (10mers)	  were	  purchased	  from	  Integrated	  DNA	  Technology	  and	  de-­‐
protected	  in	  14.3	  N	  NH3OH	  at	  55°	  C	  for	  14	  hrs.	  Samples	  were	  then	  lyophilized	  2x	  followed	  by	  addition	  of	  
Na+	  to	  exchange	  impurities	  from	  the	  backbone	  and	  desalted	  by	  size	  exclusion.	  Single	  strands	  were	  
quantified	  using	  extinction	  coefficients	  derived	  from	  the	  sum	  of	  mononucleotides,	  absorbance	  at	  260	  
nm,	  80°C,	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate.....................................................................................................62	  
Figure	  3-­‐7.	  31P	  spectra	  provide	  a	  convenient	  means	  for	  assessing	  the	  nucleic	  acid	  backbone.	  
Typical	  B	  type	  nucleic	  acid	  helices	  display	  chemical	  shifts	  between	  0	  and	  -­‐2	  ppm	  (referenced	  to	  external	  
H3PO4).	  An	  unusual	  perturbation	  is	  observed	  in	  two	  of	  the	  samples,	  and	  is	  likely	  the	  result	  of	  an	  
abnormal	  torsion	  angle	  α	  or	  ζ	  in	  the	  DNA	  backbone.................................................................................63	  
Figure	  3-­‐8.	  Example	  diagram	  of	  DNA	  base	  to	  base	  NOE	  connectivity	  (shown	  on	  left).	  Cross	  peaks	  
are	  normally	  observed	  for	  protons	  that	  are	  located	  within	  5	  Å	  of	  each	  other.	  Typical	  B	  type	  helices	  
display	  a	  cross	  peak	  for	  each	  red	  arrow.	  Shown	  on	  the	  right	  is	  a	  summary	  of	  the	  observed	  base	  to	  base	  
cross	  peaks	  for	  each	  of	  the	  mismatched	  samples	  investigated.	  Solid	  black	  lines	  indicate	  expected	  
intensities	  for	  a	  typical	  DNA	  duplex,	  dashed	  orange	  lines	  represent	  cross	  peaks	  with	  reduced	  intensities,	  
and	  empty	  white	  space	  denotes	  the	  absence	  of	  cross	  peaks. ...................................................................64	  
Figure	  3-­‐9.	  Imino	  proton	  spectra	  (276	  K)	  for	  GT	  and	  GA	  mismatches.	  Imino	  protons	  from	  
mismatched	  base	  pairs	  highlighted	  in	  red..................................................................................................65	  
xviii 
Figure	  3-­‐10.	  Formation	  of	  a	  base	  pair	  restricts	  the	  exchange	  of	  an	  imino	  proton	  (shown	  in	  red)	  
with	  the	  solvent	  allowing	  for	  detection	  by	  NMR.	  The	  base	  pair	  lifetime	  is	  effected	  by	  two	  events;	  the	  
base	  opening	  rate	  and	  exchange	  with	  the	  solvent.	  Addition	  of	  a	  catalyst	  accelerates	  the	  exchange	  of	  the	  
imino	  proton	  (shown	  in	  red)	  with	  the	  solvent.	  At	  the	  limit	  of	  infinite	  catalyst	  concentration	  each	  base	  
opening	  event	  results	  in	  an	  instantaneous	  exchange	  with	  the	  solvent	  thus	  allowing	  for	  the	  estimation	  of	  
the	  base	  pair	  lifetime. ................................................................................................................................66	  
Figure	  3-­‐11.	  Imino	  proton	  spectra	  for	  a	  GT	  (left)	  and	  GA	  (right)	  mismatch	  flanked	  by	  symmetric	  
3'	  pyrimidines.	  Sharp	  peaks	  are	  observed	  for	  the	  G	  and	  T	  imino	  protons	  of	  the	  GT	  mismatch	  as	  well	  as	  
the	  G	  of	  the	  GA	  mismatch	  as	  expected.	  Addition	  of	  a	  catalyst	  accelerates	  exchange	  with	  the	  solvent	  
(upper	  spectra).	  With	  this	  experiment	  we	  are	  able	  to	  determine	  base	  pair	  lifetimes	  between	  5	  and	  50	  
ms.	  Temperature	  and	  pH	  had	  to	  be	  adjusted	  to	  collected	  data	  for	  all	  base	  pairs	  in	  a	  measureable	  time	  
frame. .........................................................................................................................................................67	  
Figure	  3-­‐12.	  Summary	  of	  base	  pair	  lifetimes	  for	  GA	  and	  GT	  mismatches.	  Multiple	  temperature	  
and	  pH	  conditions	  were	  required	  to	  determine	  all	  base	  pair	  lifetimes.	  Both	  mismatches	  exhibit	  longer	  
base	  pair	  lifetimes	  when	  flanked	  by	  3'	  symmetric	  purines	  (blue)	  for	  bases	  in	  the	  6/15	  and	  7/14	  positions	  
compared	  to	  the	  mismatch	  flanked	  by	  3'	  symmetric	  pyrimidines	  (red). ...................................................69	  
Figure	  4-­‐1.	  β	  vs	  α	  anomeric	  nucleotide,	  α	  anomeric	  damage	  highlighted	  in	  red	  (upper	  left).	  
Manual	  docking	  of	  αA	  in	  to	  the	  binding	  pocket	  of	  endonuclease	  IV	  (lower	  left).	  Figure	  adapted	  from	  
Hosfield	  et	  al.	  1QUM	  pdb.	  Endonuclease	  IV	  in	  complex	  with	  DNA	  substrate	  containing	  an	  abasic	  lesion	  
(right).	  Abasic	  shown	  in	  red.	  Figure	  constructed	  from	  Hosfield	  et	  al.	  1QUM	  pdb. ....................................89	  
Figure	  4-­‐2.	  Sequence	  design	  of	  DNA	  duplex	  containing	  an	  αA	  (shown	  in	  red).	  Previously	  
published	  structure	  design	  shown	  on	  top	  with	  an	  αA	  lesion	  flanked	  by	  two	  cytosines.	  Current	  structure	  
design	  shown	  on	  bottom	  with	  αA	  flanked	  by	  5'	  cytosine	  and	  3'	  guanosine. .............................................90	  
xix 
Figure	  4-­‐3.	  Imino	  proton	  spectra	  of	  the	  two	  damage	  DNA	  duplexes	  and	  a	  control	  CAC	  duplex.	  
Sample	  conditions	  as	  follows;	  1.0	  mM	  DNA	  duplex,	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  50	  mM	  NaCl,	  pH	  ~	  7.0,	  
278	  K.	  Assignments	  based	  on	  2D	  H2O	  NOESY	  and	  ref	  DSS.	  Peaks	  that	  shift	  	  >	  0.4	  ppm	  between	  samples	  
are	  shown	  in	  bold	  red.	  The	  imino	  proton	  peak	  of	  T16	  is	  not	  observed	  for	  the	  CαAC	  duplex. ....................91	  
Figure	  4-­‐4.	  A)	  1D	  NOE	  and	  HSQC	  experiment	  used	  to	  confirm	  the	  identity	  of	  the	  imino	  proton	  at	  
13.5	  ppm.	  	  B)	  Cross	  peaks	  from	  G17	  imino	  proton	  to	  base	  and	  amino	  protons	  of	  αA5	  and	  C4.	  2D	  H2O	  
1H-­‐1H	  
NOESY,	  sample	  conditions	  analogous	  to	  Figure	  5.	  AB	  and	  AN	  denote	  bound	  and	  non-­‐bound	  amino	  
protons .......................................................................................................................................................92	  
Figure	  4-­‐5.	  31P	  spectra	  of	  the	  CαAG	  duplex	  at	  298K.	  An	  abnormal	  shift	  is	  observed	  for	  αA5-­‐P-­‐G6	  
at	  0.75	  ppm. ...............................................................................................................................................93	  
Figure	  4-­‐6.	  Summary	  of	  DNA	  sugar	  ring	  conformation.	  Fraction	  south	  (FS)	  determined	  from	  
individual	  and	  ∑	  of	  coupling	  constants.	  CαAG	  duplex	  shown	  in	  dark	  squares,	  CαAC	  duplex	  shown	  in	  
open	  circles	  with	  dashed	  lines.	  A	  significant	  difference	  in	  FS	  is	  observed	  for	  position	  6	  at	  the	  3'	  side	  of	  the	  
αA	  lesion. ...................................................................................................................................................94	  
Figure	  4-­‐7.	  Bundle	  of	  final	  10	  NMR	  structures	  for	  the	  CaAG	  duplex.	  RMSD	  of	  all	  heavy	  atoms	  
0.63	  Å.	  aA5	  shown	  in	  red. ...........................................................................................................................95	  
Figure	  4-­‐8.	  Local	  structure	  for	  the	  core	  of	  the	  duplex.	  CaAC	  (αA5	  shown	  in	  red),	  CaAG	  (αA5	  
shown	  in	  orange)	  and	  model	  of	  a	  CAG	  duplex	  (A5	  shown	  in	  green)...........................................................96	  
Figure	  4-­‐9.	  Summary	  of	  the	  minor	  groove	  width	  for	  the	  CαAC	  structure	  (circles	  with	  dashed	  
lines),	  CαAG	  structure	  (dark	  squares)	  and	  a	  B	  type	  DNA	  duplex	  (open	  squares).	  Minor	  groove	  
measurements	  from	  i	  to	  i	  -­‐	  4. .....................................................................................................................97	  
Figure	  4-­‐10.	  Comparison	  of	  structures	  of	  abasic	  substrate	  from	  crystal	  complex	  structure	  1QUM	  
Hosfield	  et	  al.	  (grey),	  CαAC	  (red)	  CαAG	  (orange)	  and	  a	  model	  of	  CAG	  (blue.............................................98	  
xx 
Figure	  5-­‐1.	  Equation	  used	  for	  curve	  fitting	  of	  a	  dimmer	  assuming	  a	  two	  state	  transition.	  	  
Formatted	  to	  show	  input	  in	  KaleidaGraph. ..............................................................................................124	  
Figure	  5-­‐2.	  Backbone	  torsion	  angles	  of	  nucleic	  acids.	  ε	  is	  highlighted	  in	  red. .............................125	  
Figure	  5-­‐3.	  Typical	  ε	  torsion	  angle	  values	  range	  from	  -­‐145°	  to	  -­‐175°	  for	  nucleic	  acids...............126	  
Figure	  5-­‐4.	  Pulse	  programs	  illustrating	  the	  differences	  between	  a	  standard	  phase	  sensitive	  
NOESY	  and	  a	  Constant	  Time	  NOESY	  pulse	  program.	  For	  the	  standard	  phase	  sensitive	  NOESY	  d1	  
represents	  the	  delay	  between	  scans	  and	  d8	  is	  the	  mixing	  time.	  For	  the	  constant	  time	  NOESY	  Φ	  
represents	  different	  phase	  cycling	  used	  in	  place	  of	  pulsed	  field	  gradients.	  Figures	  adapted	  from	  Wu	  et	  al.	  
(2). ............................................................................................................................................................127	  
Figure	  5-­‐5.	  Example	  of	  attenuated	  and	  reference	  spectra	  collected	  from	  a	  constant	  time	  NOESY	  
experiment.	  Coupling	  constants	  can	  be	  determined	  from	  the	  ratio	  of	  peak	  intensities	  between	  the	  two	  
spectra......................................................................................................................................................128	  
Figure	  5-­‐6.	  Pulse	  program	  for	  a	  constant	  time	  COSY	  experiment.	  a	  =	  pulse	  used	  during	  
attenuated	  experiment,	  b	  =	  pulse	  used	  during	  reference	  experiment.	  Figure	  adapted	  from	  Clore	  et	  al.	  
(5). ............................................................................................................................................................129	  
Figure	  5-­‐7.	  Diagram	  illustrating	  COSY	  cross	  peak	  patterns	  and	  how	  to	  measure	  individual	  
coupling	  constants.	  The	  summation	  of	  the	  coupling	  constant	  can	  be	  approximated	  from	  the	  outer	  peaks	  
of	  the	  observed	  COSY	  cross	  peaks.	  For	  couplings	  involving	  H3'	  resonances	  spectra	  should	  be	  recorded	  
with	  phosphorous	  decoupling	  (8).............................................................................................................130	  
Figure	  5-­‐8.	  Plot	  for	  calculating	  dominant	  sugar	  conformation	  from	  observed	  coupling	  constants.	  
Parameters	  are	  PN	  =	  9°	  and	  phase	  amplitude	  =	  35°.	  	  Solutions	  should	  be	  bound	  in	  a	  range	  that	  best	  
satisfies	  the	  calculated	  coupling	  constants.	  Phase	  amplitude	  of	  the	  S	  conformation	  sugar	  pucker	  can	  be	  
slightly	  adjusted	  by	  using	  the	  solid	  (189°)	  dashed	  (144°)	  or	  dotted	  line	  (117°)	  Figure	  from	  Rinkel	  et.	  al	  (6).
..................................................................................................................................................................131	  
xxi 
Figure	  5-­‐9.	  Plot	  for	  calculating	  pseudorotation	  angle	  (PPA)	  from	  calculated	  dominant	  form	  
coupling	  constants.	  	  ∑1'	  (dot),	  ∑2'1	  (triangle),	  ∑H2'2	  (*),	  ∑H3'	  (open	  square)	  Figure	  from	  van	  Wijki	  et.	  
al.	  (7).........................................................................................................................................................132	  
Figure	  5-­‐10.	  Example	  input	  format	  for	  the	  PUCKER	  script	  from	  AMBER	  9.0.	  Used	  to	  convert	  PPA	  
to	  torsion	  angle	  restraints	  (9)...................................................................................................................133	  
Figure	  5-­‐11.	  Plot	  used	  for	  determining	  pf1	  concentration	  from	  the	  observed	  splitting	  of	  D2O.	  
Figure	  taken	  from	  Alsa	  website	  http://www.asla-­‐biotech.com/asla-­‐phage.htm.....................................134	  
Figure	  5-­‐12.	  Example	  of	  the	  RDC	  restraint	  list	  format,	  taken	  form	  the	  CαAG	  structure.	  	  (9) .....135	  
Figure	  5-­‐13.	  Basic	  commands	  for	  the	  program	  Xleap	  (9). ...........................................................136	  
Figure	  5-­‐14.	  Overview	  schematic	  for	  CORMA	  AMBER	  MARDIGRAS	  structure	  generation	  
procedure.	  	  Programs	  are	  shown	  in	  a	  box,	  arrows	  are	  used	  to	  represent	  the	  standard	  flow	  of	  
information,	  and	  	  scripts	  for	  converting	  syntax	  and	  file	  format	  are	  shown	  in	  blue.	  This	  diagram	  
represents	  a	  suggested	  method,	  and	  may	  require	  slight	  adaptation	  a	  specific	  system...........................137	  
Figure	  5-­‐15.	  Control	  files	  used	  by	  AMBER	  9.0	  to	  specify	  parameters	  for	  restrained	  and	  molecular	  
dynamic	  simulations.	  Syntax	  shown	  is	  for	  AMBER	  9.0	  executed	  on	  aasgard.gsu.edu	  cluster	  and	  may	  vary	  
depending	  on	  the	  version	  of	  AMBER	  and	  how	  it	  has	  been	  compiled. .....................................................138	  
Figure	  5-­‐16.	  Examples	  of	  Watson	  Crick	  distance	  and	  angle	  restraints	  for	  standard	  GC	  and	  AT	  
base	  pairs	  for	  AMBER	  9.0	  (9).	  	  Restraint	  lists	  were	  manually	  generated	  by	  hand	  ...................................139	  
Figure	  5-­‐17.	  Example	  of	  DNA	  backbone	  torsion	  angle	  restraints.	  Restraints	  were	  made	  using	  the	  
makeANGLE.rst	  script	  from	  AMBER	  9.0	  (9)	  .	  The	  force	  constants	  rk2	  and	  rk3	  were	  manually	  adjusted	  to	  
desired	  value	  and	  can	  be	  varied	  depending	  on	  the	  data	  structure	  being	  generated. .............................140	  
Figure	  5-­‐18.	  Example	  of	  sugar	  pucker	  torsion	  angle	  restraints.	  Restraint	  list	  was	  generated	  using	  
the	  PUCKER	  script	  from	  AMBER	  9.0	  (9).	  	  Force	  constant	  values	  for	  rk2	  and	  rk3	  were	  manually	  adjusted	  
and	  can	  be	  varied	  depending	  on	  the	  data	  and	  structure	  being	  generated. .............................................141	  
xxii 
Figure	  5-­‐19.	  Example	  of	  intensity	  list	  generated	  by	  SPARKY	  (10)	  for	  input	  into	  COMRA	  and	  
MARDIGRAS.	  Percentage	  error	  was	  manually	  assigned	  and	  added	  to	  the	  list.	  Syntax	  shown	  for	  
assignment	  and	  program	  implementation	  must	  be	  the	  same. ................................................................142	  
Figure	  5-­‐20.	  Script	  from	  AMBER	  9.0	  used	  for	  converting	  topology	  and	  coordinate	  files	  to	  a	  pdb	  
format.	  Files	  ending	  in*.	  inpcrd	  traditionally	  initial	  coordinates,	  and	  coordinate	  files	  after	  simulations	  are	  
given	  *.rst	  ending.	  However	  coordinate	  files	  can	  be	  named	  with	  syntax	  of	  choice. ...............................143	  
Figure	  5-­‐21.	  PDB2MARD	  script	  used	  for	  converting	  the	  syntax	  of	  anAMBER	  generated	  pdb	  file	  to	  
appropriate	  input	  format	  for	  CORMA.in	  program. ..................................................................................144	  
Figure	  5-­‐22.	  Parameters	  for	  MARDIGRAS	  calculations.	  Absolute	  noise	  should	  be	  adjusted	  to	  ~	  %	  
80	  of	  the	  smallest	  cleanly	  integrated	  peak	  value	  (12)..............................................................................145	  
Figure	  5-­‐23.	  Example	  of	  modified	  polar	  restraint	  for	  methyl	  group.	  "ir6=1,"	  must	  be	  added	  to	  the	  
first	  polar	  coordinate	  restraint	  in	  the	  restraint	  list	  for	  AMBER	  to	  properly	  implement	  polar	  restraints.	  
This	  is	  only	  required	  for	  the	  first	  polar	  coordinate	  restraint	  in	  the	  list	  (9)...............................................146	  
Figure	  5-­‐24.	  Script	  for	  converting	  AMBER	  generated	  pdb	  syntax	  to	  input	  format	  for	  CURVES	  (13).
..................................................................................................................................................................147	  
Figure	  5-­‐25.	  Diagram	  of	  T1	  experiment.	  Data	  is	  collected	  for	  a	  series	  of	  delays	  and	  fit	  to	  T1	  
relaxation	  equation	  shown	  above. ...........................................................................................................148	  
Figure	  5-­‐26.	  Example	  of	  collected	  spectra	  during	  a	  T1	  experiment	  with	  varying	  delays.	  As	  d17	  is	  
increased	  the	  spectra	  return	  to	  a	  positive	  phase.	  Fitting	  the	  intensity	  of	  a	  peak	  to	  the	  relaxation	  
equation	  in	  figure	  5-­‐25	  allows	  for	  the	  determination	  o	  fT1	  values..........................................................149	  
Figure	  5-­‐27.	  Example	  of	  T1	  value	  determination	  for	  imino	  protons	  of	  a	  DNA	  duplex	  containing	  a	  
GA	  mismatch	  flanked	  by	  5'	  adenosine	  and	  3'	  cytosine	  plotted	  data.	  For	  T2	  near	  the	  end	  of	  the	  duplex	  
faster	  relaxation	  is	  observed	  compared	  to	  the	  more	  internal	  T13. .........................................................150	  
xxiii 
Figure	  5-­‐28.	  Plot	  of	  τex	  values	  vs.	  1	  /	  [Catalyst	  mM]	  for	  a	  DNA	  duplex	  containing	  a	  GT	  mismatch	  
flanked	  by	  5'	  adenosine	  and	  3'	  cytosine.	  The	  base	  pair	  life	  time	  can	  be	  calculated	  from	  the	  y-­‐intercept	  
and	  the	  fraction	  open	  (KD)	  can	  be	  calculated	  from	  the	  slope	  using	  equation	  5-­‐7	  (14). ...........................151	  
	  
1 
1 INTRODUCTION	  	  
	  
1.1 Note	  about	  the	  importance	  of	  DNA:	  	  
The	  genetic	  information	  responsible	  for	  regulating	  cell	  growth	  and	  biological	  processes	  is	  en-­‐
coded	  in	  the	  nucleic	  bases	  of	  deoxyribonucleic	  acid	  (DNA).	  Over	  the	  past	  few	  decades	  it	  has	  become	  ap-­‐
parent	  that	  more	  than	  just	  the	  sequence	  of	  DNA	  is	  required	  to	  understand	  how	  this	  information	  is	  dis-­‐
seminated	  and	  implemented	  (1).	  DNA	  can	  be	  transcribed	  into	  ribonucleic	  acid	  (RNA),	  which	  may	  then	  
regulate	  or	  code	  for	  the	  translation	  of	  a	  protein	  (2).	  RNA	  is	  known	  to	  participate	  in	  many	  different	  func-­‐
tions.	  Messenger	  RNA	  contains	  sequence	  information	  about	  the	  protein	  being	  produced,	  transfer	  RNA	  
carries	  amino	  acids	  used	  during	  protein	  synthesis	  and	  ribosomal	  RNA	  comprises	  pieces	  of	  the	  ribosome	  
itself	  (3).	  The	  variety	  of	  RNA	  types	  and	  intricacy	  of	  RNA	  regulation	  are	  believed	  to	  allow	  for	  the	  high	  level	  
of	  cellular	  complexity	  found	  in	  the	  human	  body	  (4).	  While	  the	  study	  of	  RNA	  has	  drawn	  a	  great	  deal	  of	  
recent	  attention	  it	  is	  important	  to	  remember	  that	  DNA	  is	  the	  only	  conserved	  nucleic	  acid	  during	  cellular	  
mitosis.	  This	  means	  the	  genetic	  information	  ultimately	  responsible	  for	  orchestrating	  biological	  life	  must	  
be	  re-­‐transcribed	  from	  newly	  replicated	  DNA	  and	  underscores	  the	  importance	  of	  protecting	  the	  genomic	  
fidelity	  (5).	  	  	  
	  
1.2 DNA	  is	  constantly	  being	  damaged:	  
DNA	  is	  constantly	  being	  damaged	  by	  internal	  and	  external	  sources.	  In	  addition	  to	  commonly	  
known	  external	  sources	  of	  damage	  such	  as	  ultraviolet	  light	  (can	  induce	  ~	  100,000	  lesions	  per	  cell	  per	  
hour	  (5))	  and	  radiation,	  a	  healthy	  human	  cell	  generates	  on	  the	  order	  of	  10,000	  lesions	  per	  cell	  per	  day	  
(6).	  Metabolic	  processes	  inside	  the	  body	  such	  as	  DNA	  replication	  produce	  mismatched	  base	  pairs,	  faulty	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rearrangement	  of	  DNA	  by	  topoisomerase	  can	  result	  in	  strand	  breaks	  (5),	  and	  spontaneous	  depurination	  
can	  result	  in	  the	  formation	  of	  abasic	  lesions	  (deletion	  of	  a	  base)	  (6).	  Additionally	  processes	  such	  as	  oxi-­‐
dative	  respiration,	  infection,	  and	  inflammation	  can	  generate	  reactive	  oxygen	  species	  (ROS)	  that	  may	  fur-­‐
ther	  damage	  DNA	  (5).	  Given	  the	  large	  number	  of	  nucleotides	  in	  a	  single	  cell	  (7	  x109)	  even	  low	  probability	  
events	  such	  as	  attacks	  by	  water	  can	  be	  destructive	  to	  DNA	  genomic	  fidelity	  (5)	  (6).	  	  Undetected	  or	  incor-­‐
rectly	  repaired	  DNA	  damage	  can	  result	  in	  alkylation,	  bulky	  adduct	  formation,	  deamination,	  cross-­‐linking,	  
oxidative	  damage	  and	  strand	  breaks	  (Figure	  1-­‐1).	  The	  high	  level	  of	  damage	  from	  regular	  metabolic	  proc-­‐
esses	  underscores	  the	  importance	  of	  the	  repair	  system,	  even	  for	  organisms	  that	  do	  not	  sustain	  substan-­‐
tial	  external	  damage.	  	  
If	  damage	  is	  not	  detected	  or	  correctly	  repaired,	  errors	  in	  base	  identity,	  structure,	  or	  the	  absence	  
of	  a	  base,	  can	  alter	  not	  only	  the	  sequence	  of	  the	  proteins	  being	  produced	  but	  also	  levels	  of	  transcription,	  
translation,	  and	  replication	  (5).	  Taken	  in	  context,	  damage	  lesions	  (or	  the	  byproducts	  of	  faulty	  repair)	  can	  
lead	  to	  genomic	  instability,	  premature	  aging,	  mental	  retardation,	  cancer	  and	  other	  developmental	  dis-­‐
orders	  (6).	  Therefore,	  in	  order	  for	  the	  fidelity	  of	  the	  genome	  to	  be	  maintained,	  DNA	  damage	  must	  be	  
located	  and	  repaired	  (6)	  (5).	  
	  
1.3 Repair	  pathway	  overviews:	  
Two	  repair	  pathways	  are	  predominantly	  utilized	  to	  correct	  DNA	  damage.	  The	  base	  excision	  re-­‐
pair	  (BER)	  pathway	  corrects	  smaller	  types	  of	  damage	  that	  typically	  do	  not	  overtly	  perturb	  the	  DNA	  helix,	  
such	  as	  alkylation,	  oxidation,	  loss	  of	  a	  base	  and	  single	  strand	  breaks	  (5)	  (6).	  The	  nucleotide	  excision	  re-­‐
pair	  (NER)	  pathway	  usually	  serves	  to	  repair	  more	  cumbersome	  types	  of	  damage	  that	  grossly	  distort	  the	  
DNA	  helix	  such	  as	  bulky	  adducts	  and	  photoproducts.	  However,	  this	  pathway	  can	  correct	  abasic	  lesions	  as	  
well	  (6).	  Additional	  repair	  pathways	  also	  exist	  to	  repair	  other	  types	  of	  damage.	  Double	  strand	  breaks	  are	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repaired	  by	  homologous	  recombination	  (HR)	  and	  non-­‐homologous	  end	  joining	  (NHEJ),	  while	  mis-­‐
matched	  base	  pairs	  are	  addressed	  by	  the	  mismatch	  repair	  pathway	  (MMR)	  (6).	  	  
	  
1.4 DNA	  accessibility,	  where	  is	  damage	  likely	  occur:	  
	  With	  nearly	  2	  m	  of	  DNA	  contained	  in	  each	  human	  nucleus,	  packaging	  of	  linear	  DNA	  into	  chro-­‐
mosomes	  is	  essential	  due	  to	  size	  constraints	  (Figure	  1-­‐2)	  (7).	  The	  highly	  compact	  structure	  of	  chromatin	  
protects	  the	  DNA	  from	  the	  majority	  of	  chemical	  attacks	  rendering	  larger	  types	  of	  damage	  such	  as	  the	  
formation	  of	  bulky	  adducts	  unlikely.	  This	  is	  advantageous	  because	  the	  NER	  pathway	  that	  corrects	  for	  this	  
type	  of	  damage	  utilizes	  many	  proteins	  and	  requires	  accessible	  space	  such	  as	  when	  the	  DNA	  is	  unpack-­‐
aged.	  However,	  deamination	  and	  radiation	  induced	  damage	  can	  occur	  even	  in	  compact	  DNA,	  although	  
to	  a	  lesser	  extent	  (6).	  For	  processes	  such	  as	  replication,	  the	  mismatch	  repair	  enzymes	  typically	  follow	  
close	  behind	  the	  replication	  fork	  thereby	  correcting	  sequence	  infidelity	  while	  the	  DNA	  is	  exposed	  (8).	  
	  
1.5 DNA	  structure:	  
The	  DNA	  backbone	  is	  comprised	  of	  five	  member	  deoxyribose	  sugar	  rings	  connected	  by	  phos-­‐
phodiester	  bonds	  (9).	  Backbone	  torsion	  angles	  α, β, γ, δ, ε, and ζ	  are	  shown	  in	  Figure	  1-­‐3.	  Genetic	  in-­‐
formation	  is	  encoded	  through	  the	  identity	  of	  a	  nucleic	  base	  attached	  to	  the	  C1’	  atom	  of	  the	  sugar	  ring	  by	  
a	  glycosidic	  bond	  (2).	  
The	  plane	  of	  the	  base	  is	  oriented	  orthogonal	  to	  the	  sugar	  ring	  and	  contains	  imino	  and	  amino	  
protons	  that	  participate	  in	  hydrogen	  bonding	  that	  form	  base	  pairings	  (9).	  The	  most	  common	  DNA	  base	  
pairing	  motifs	  are	  Watson-­‐Crick,	  in	  which	  adenosine	  (A)	  pairs	  with	  thymine	  (T)	  and	  guanine	  (G)	  pairs	  
with	  cytosine	  (C)	  (Figure	  1-­‐4).	  Many	  other	  forms	  of	  base	  pairing	  are	  possible	  such	  as	  reverse	  Watson	  
Crick	  and	  Hoogsteen	  pairing	  (Figure	  1-­‐5)	  (2)	  .	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Base	  pairing	  allows	  for	  the	  formation	  of	  double	  stranded	  DNA.	  Stacking	  interactions	  between	  
the	  bases	  drive	  the	  formation	  of	  a	  double	  helix	  (10).	  The	  nucleic	  acid	  helix	  can	  adopt	  multiple	  conforma-­‐
tions	  with	  the	  most	  common	  being	  A	  and	  B	  in	  a	  native	  cellular	  environment	  (2).	  	  DNA	  predominantly	  
exists	  as	  a	  B	  type	  helix	  in	  native	  conditions	  while	  RNA	  generally	  favors	  the	  A	  form	  (Figure	  1-­‐6).	  In	  a	  B	  
type	  DNA	  helix	  the	  minor	  groove	  is	  narrow	  and	  deep	  containing	  the	  H2	  protons	  of	  adenosine,	  while	  the	  
major	  groove	  is	  wider	  and	  contains	  the	  H5	  protons	  of	  cytosine	  as	  well	  as	  the	  base	  protons	  TH6,	  GH8,	  
AH8,	  CH6,	  and	  TM7	  (methyl	  protons)	  (9).	  	  
The	  deoxyribose	  sugar	  ring	  exists	  in	  equilibrium	  between	  two	  dominant	  conformations.	  In	  the	  2'	  
endo	  conformation	  the	  ring	  is	  puckered	  with	  the	  C2'	  carbon	  above	  the	  C1'	  and	  the	  C3'	  carbon	  below.	  
This	  conformation	  is	  termed	  S	  type	  pucker	  due	  to	  the	  pseudorotation	  angle	  (summary	  of	  the	  five	  torsion	  
angles	  that	  construct	  the	  sugar	  ring)	  being	  located	  in	  the	  southern	  hemisphere	  of	  the	  pseudorotation	  
wheel	  diagram.	  Inverting	  the	  pucker	  and	  placing	  the	  C2'	  carbon	  below	  C1'	  and	  the	  C3'	  above,	  yields	  the	  
C3'	  endo	  conformation	  known	  as	  N	  type	  pucker	  (Figure	  1-­‐7)	  (11).	  	  
In	  typical	  undamaged	  B	  type	  DNA	  helices,	  the	  sugar	  ring	  equilibrium	  highly	  favors	  the	  S	  type	  
conformation.	  This	  is	  in	  contrast	  to	  RNA	  where	  the	  majority	  of	  sugars	  adopt	  an	  N	  type	  pucker.	  The	  sugar	  
changes	  conformation	  between	  the	  N	  and	  S	  state	  in	  the	  pico-­‐second	  timescale.	  For	  an	  NMR	  solution	  
structure	  the	  sugar	  pucker	  is	  often	  characterized	  as	  a	  fraction	  of	  the	  dominant	  conformation	  (9).	  While	  
an	  individual	  alteration	  in	  sugar	  pucker	  may	  not	  readily	  be	  apparent	  as	  a	  large	  structural	  perturbation,	  
changes	  in	  tracts	  of	  sugar	  pucker	  can	  result	  in	  alterations	  to	  the	  DNA	  backbone.	  Changes	  in	  the	  sugar	  






1.6 Subtle	  DNA	  damage:	  
Some	  forms	  of	  damage	  such	  as	  double	  strand	  breaks,	  bulky	  adduct	  formation,	  photoproducts,	  
and	  inter-­‐strand	  cross-­‐links,	  readily	  present	  themselves	  by	  large	  structural	  deviations	  from	  the	  typical	  B	  
type	  DNA	  helix	  (6).	  This	  effectively	  provides	  a	  convenient	  means	  for	  detection	  by	  repair	  enzymes.	  In	  con-­‐
trast	  damage	  such	  as	  alpha	  anomeric	  lesions,	  abasic	  sites,	  or	  some	  mismatches	  are	  more	  subtle	  and	  do	  
not	  overtly	  perturb	  the	  overall	  DNA	  structure	  (6).	  Additionally,	  mismatched	  base	  pairs	  consist	  of	  canoni-­‐
cal	  bases.	  Errors	  are	  a	  result	  of	  only	  incorrect	  base	  pairings.	  Attempted	  replication	  of	  damaged	  DNA	  can	  
block	  or	  stall	  the	  DNA	  replication	  fork	  or	  if	  a	  lesion	  or	  mismatch	  is	  replicated	  the	  incorrect	  base	  can	  be	  
inserted	  in	  the	  newly	  synthesized	  DNA	  strand	  thus	  being	  mutagenic	  (12).	  This	  underscores	  the	  impor-­‐
tance	  of	  locating	  and	  repairing	  these	  types	  of	  errors.	  Given	  the	  vast	  amount	  of	  DNA	  (7x109	  nucleotides	  
per	  cell)	  (6)	  that	  must	  be	  continuously	  monitored	  and	  repaired,	  it	  remains	  unclear	  how	  subtle	  errors	  are	  
located	  and	  recognized	  by	  repair	  enzymes	  (10)	  .	  A	  growing	  belief	  is	  that	  these	  types	  of	  lesions	  introduce	  
a	  flexible	  soft	  spot	  to	  the	  DNA	  that	  may	  facilitate	  recognition	  (10).	  An	  example	  of	  this	  type	  of	  mechanism	  
has	  been	  suggested	  for	  uracil	  glycosylases,	  where	  the	  dU	  is	  flipped	  out	  of	  the	  helix	  into	  the	  enzyme	  ac-­‐
tive	  pocket	  (6).	  	  
	  
1.7 Surrounding	  sequence	  plays	  a	  role:	  	  
Sequences	  surrounding	  lesions	  have	  been	  shown	  to	  modulate	  the	  activity	  of	  recognition	  and	  re-­‐
pair	  enzymes	  (13).	  For	  example,	  the	  recognition	  of	  DNA	  mismatches	  is	  partially	  modulated	  by	  the	  iden-­‐
tity	  of	  adjacent	  base	  in	  the	  3'	  position.	  Differences	  in	  base	  pair	  lifetimes	  are	  observed	  for	  varying	  se-­‐
quence	  constructs	  that	  are	  likely	  to	  modulate	  the	  insertion	  of	  a	  Phe	  by	  the	  repair	  enzyme	  MSH2-­‐MSH6.	  
(14).	  Sequence	  effects	  on	  enzyme	  activity	  have	  also	  been	  observed	  for	  bases	  that	  do	  not	  immediately	  
flank	  a	  damage	  site.	  Using	  a	  conserved	  core	  sequence	  containing	  a	  benzo[a]pyrene	  DNA	  lesion,	  sur-­‐
rounding	  bases	  (>	  N+2	  bases	  away	  from	  the	  damage)	  have	  been	  shown	  to	  modulate	  NER	  incision	  effi-­‐
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ciency	  by	  altering	  the	  flexibility	  of	  the	  substrate.	  	  (15).	  The	  structural	  and	  dynamic	  effects	  of	  sequence	  
context	  have	  grown	  in	  interest.	  Current	  efforts	  are	  underway	  to	  improve	  molecular	  dynamic	  simulations	  
to	  include	  nearest	  and	  next	  nearest	  neighbor	  effects	  (16).	  	  
	  
1.8 DNA	  protein	  interactions:	  
Mechanisms	  for	  the	  binding	  of	  DNA	  by	  proteins	  were	  initially	  derived	  based	  on	  the	  low	  resolu-­‐
tion	  structures	  of	  nucleic	  acids.	  The	  major	  groove	  of	  a	  B	  type	  DNA	  double	  helix	  was	  found	  to	  contain	  hy-­‐
drogen	  bond	  donors,	  acceptors	  and	  non-­‐polar	  groups	  that	  can	  specifically	  be	  bound	  /	  recognized	  by	  
complementary	  amino	  acid	  side	  chains	  (1).	  Today	  this	  type	  of	  recognition	  (known	  as	  direct	  readout)	  is	  
evident	  in	  almost	  all	  of	  the	  >	  1500	  DNA	  protein	  complex	  structures	  in	  the	  protein	  data	  bank	  (pdb.org)	  
(1).	  With	  the	  advent	  of	  higher	  resolution	  structures,	  it	  became	  apparent	  some	  of	  the	  bound	  substrates	  
were	  deformed	  from	  typical	  B	  helical	  parameters.	  In	  some	  cases,	  this	  distortion	  of	  the	  DNA	  duplex	  al-­‐
lows	  for	  the	  formation	  of	  hydrogen	  bonds	  or	  facilitates	  non-­‐polar	  interactions	  that	  would	  be	  unlikely	  to	  
form	  if	  the	  substrate	  were	  a	  normal	  B	  type	  helix	  (1).	  Recognition	  of	  shape	  distortion	  initially	  term	  "	  indi-­‐
rect	  read	  out"	  has	  grown	  over	  time	  to	  encompass	  all	  DNA	  protein	  interactions	  where	  the	  protein	  does	  
not	  directly	  interrogate	  the	  DNA	  base	  pairs	  (1).	  This	  definition	  has	  been	  further	  expanded	  to	  cover	  all	  
interactions	  that	  involve	  a	  perturbed	  B	  helical	  DNA	  duplex	  (1).	  	  A	  more	  recent	  review	  suggests	  replacing	  
the	  terms	  "direct	  readout"	  and	  "indirect	  readout"	  with	  the	  descriptive	  names,	  "base	  readout"	  and	  
"shape	  readout".	  	  Close	  examination	  of	  DNA	  protein	  complex	  structures	  reveals	  that	  in	  most	  cases	  one	  
type	  of	  readout	  does	  not	  accurately	  describe	  the	  interaction.	  Instead	  a	  combination	  of	  readout	  mecha-­‐
nisms	  is	  required	  that	  not	  only	  depend	  on	  hydrogen	  bonding	  and	  helical	  shape	  but	  also	  the	  flexibility	  of	  
both	  the	  protein	  and	  the	  DNA	  substrate.	  (1).	  	  	  
It	  is	  from	  this	  point	  of	  view	  that	  we	  investigate	  not	  only	  global	  three	  dimensional	  solution	  struc-­‐
ture,	  but	  also	  to	  the	  local	  structure	  and	  dynamic	  components	  of	  the	  nucleic	  acid	  substrates.	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1.9 Chapter	  outline:	  
In	  the	  following	  chapters,	  we	  present	  an	  in	  depth	  investigation	  of	  subtle	  structural	  and	  dynamic	  
features	  imparted	  to	  nucleic	  acid	  duplexes	  by	  a	  designed	  modification,	  or	  damage	  lesion.	  In	  Chapter	  2	  
we	  investigate	  the	  ramifications	  of	  two	  stereo	  specific	  DNA	  backbone	  modifications	  to	  determine	  the	  
hypothetical	  activity	  of	  the	  enzyme	  RNase	  H1.	  Chapter	  3	  focuses	  on	  flanking	  sequences	  effects	  about	  a	  
mismatch	  site	  and	  how	  dynamic	  differences	  modulate	  recognition	  activity	  of	  the	  enzyme	  MSH2-­‐MSH6.	  
Chapter	  4	  emphasizes	  the	  structural	  effects	  of	  unique	  flanking	  sequences	  surrounding	  an	  alpha	  ano-­‐
meric	  lesion	  and	  how	  these	  variations	  can	  alter	  the	  activity	  of	  the	  repair	  enzyme	  endonuclease	  IV.	  In	  the	  

























Figure	  1-­‐1.	  Types	  of	  DNA	  damage.	  Some	  forms	  of	  damage	  such	  as	  intra-­‐strand	  cross-­‐links	  or	  
double	  strand	  breaks	  grossly	  deform	  the	  DNA	  duplex.	  Other	  types	  of	  damage	  such	  as	  a	  mismatched	  base	  























Figure	  1-­‐2.	  Schematic	  of	  DNA	  packaging.	  Genetic	  information	  is	  contained	  in	  the	  identity	  of	  the	  
nucleic	  base.	  The	  DNA	  double	  helix	  is	  compacted	  and	  packaged	  into	  a	  chromosome.	  The	  highly	  compact	  


























Figure	  1-­‐3.	  Diagram	  of	  DNA	  nucleotide	  with	  backbone	  torsion	  angles.	  An	  additional	  phosphorous	  




































































































Figure	  1-­‐5.	  Examples	  of	  reverse	  Watson	  Crick	  and	  Hoogsteen	  base	  pairing.	  Hydrogen	  bonds	  are	  

















































































Figure	  1-­‐6.	  Examples	  of	  nucleic	  acid	  helical	  conformation.	  RNA	  predominantly	  exists	  in	  an	  A	  type	  



















Figure	  1-­‐7.	  Diagram	  of	  dominant	  sugar	  pucker	  dominant	  conformations.	  B	  form	  DNA	  typically	  
adopts	  the	  2'	  endo	  conformation	  (S	  type	  pucker)	  where	  as	  A	  from	  RNA	  favors	  a	  3'	  endo	  conformation	  (N	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2 Structural	   basis	   of	   the	   RNase	   H1	   activity	   on	   stereo	   regular	   borano	   phosphonate	   DNA	   /	   RNA	  	  	  	  	  	  
hybrids	  
2.1 Preface:	  	  
Chemical	  synthesis	  of	  DNA	  strands	  containing	  a	  stereo	  specific	  BH3	  modification,	  and	  enzyme	  
work	  with	  RNase	  H1	  were	  performed	  by	  our	  collaborators	  Dmitri	  Sergueev	  and	  Barbara	  Shaw	  at	  Duke	  
University.	  	  
2.2 Abstract:	  
Numerous	  DNA	  chemistries	  have	  been	  explored	  to	  improve	  oligodeoxynucleotide	  (ODN)	  based	  
RNA	  targeting.	  	  The	  majority	  of	  the	  modifications	  render	  the	  ODN/RNA	  target	  insensitive	  to	  RNase	  
H1.	  	  Borano	  phosphonate	  ODN’s	  are	  among	  the	  few	  modifications	  that	  are	  tolerated	  by	  RNase	  H1.	  	  To	  
understand	  the	  effect	  of	  the	  stereochemistry	  of	  the	  BH3	  modification	  on	  the	  nucleic	  acid	  structure	  and	  
RNase	  H1	  enzyme	  activity,	  we	  have	  investigated	  two	  DNA	  /	  RNA	  hybrids	  containing	  either	  a	  RP	  or	  
SP	  BH3	  modification	  by	  NMR	  spectroscopy.	  	  TM	  studies	  show	  that	  the	  stability	  of	  either	  RP	  or	  SP	  modified	  
DNA	  /	  RNA	  hybrids	  are	  essentially	  identical	  (313.8	  K)	  and	  similar	  to	  an	  unmodified	  control	  (312.9	  K).	  	  The	  
similarity	  is	  also	  reflected	  in	  the	  imino	  proton	  spectra.	  	  In	  order	  to	  characterize	  such	  similar	  structures,	  a	  
large	  number	  of	  NMR	  restraints	  (including	  dipolar	  couplings	  and	  backbone	  torsion	  angles)	  were	  used	  to	  
determine	  structural	  features	  important	  for	  RNase	  H1	  activity.	  The	  final	  NMR	  structures	  exhibit	  excel-­‐
lent	  agreement	  with	  the	  data	  (total	  RX	  values	  <	  6.0)	  with	  helical	  properties	  between	  those	  of	  an	  A	  and	  B	  
helix.	  Subtle	  backbone	  variations	  are	  observed	  in	  the	  DNA	  near	  the	  modification,	  while	  the	  RNA	  strands	  
are	  relatively	  unperturbed.	  In	  case	  of	  the	  SP	  modification,	  for	  which	  more	  perturbations	  are	  recorded,	  a	  
slightly	  narrower	  minor	  groove	  is	  also	  obtained.	  	  Unique	  NOE	  base	  contacts	  localize	  the	  SP	  -­‐BH3	  group	  in	  
the	  major	  groove	  while	  the	  RP	  -­‐BH3	  group	  points	  away	  from	  the	  DNA.	  	  	  However,	  this	  creates	  a	  potential	  
clash	  of	  the	  RP	  -­‐BH3	  groups	  with	  important	  RNase	  H1	  residues	  in	  a	  complex	  while	  the	  SP	  -­‐BH3	  groups	  
18 
could	  be	  tolerated.	  	  We	  therefore	  predict	  that	  based	  on	  our	  NMR	  structures	  a	  fully	  RP	  BH3	  DNA	  /	  RNA	  
hybrid	  would	  not	  be	  a	  substrate	  for	  RNase	  H1.	  
	  
2.3 Introduction:	  
With	  the	  advent	  of	  antisense	  technologies	  over	  a	  decade	  ago,	  a	  number	  of	  approaches	  have	  
been	  developed	  for	  the	  regulation	  of	  gene	  expression	  through	  inhibition	  via	  the	  introduction	  of	  a	  short,	  
RNA	  complementary	  DNA	  oligonucleotide	  (ODN)	  and	  the	  potential	  ribonuclease	  H	  (RNase	  H1)	  mediated	  
degradation	  of	  the	  RNA	  strand	  	  (1,	  2,	  3).	  	  The	  challenges	  with	  this	  technique	  range	  from	  increasing	  the	  
inherently	  low	  lipophilicity	  of	  the	  ODN	  to	  its	  degradation	  by	  nucleases.	  	  Many	  DNA	  modifications	  have	  
been	  developed	  in	  an	  attempt	  to	  circumvent	  these	  undesirable	  properties,	  which	  have	  unfortunately	  
been	  found	  to	  create	  their	  own	  sets	  of	  issues;	  one	  of	  the	  biggest	  being	  the	  inability	  to	  activate	  RNase	  
H1.	  	  To	  overcome	  this,	  many	  types	  of	  modifications	  have	  been	  explored	  (methylphosphonates,	  2’	  modi-­‐
fications,	  locked	  nucleic	  acids,	  peptide	  nucleic	  acids,	  and	  morpholino	  substitutions	  among	  oth-­‐
ers).	  	  While	  the	  target	  affinity	  has	  been	  greatly	  increased	  for	  some	  of	  these	  modifications	  (PNA	  and	  
morpholino	  substitutions,	  for	  instance)	  the	  resulting	  hybrids	  are	  not	  substrates	  for	  RNase	  H1	  (4,	  5,	  6).	  	  
Although	  binding	  of	  an	  ODN	  to	  the	  mRNA	  may	  still	  silence	  a	  gene,	  RNase	  H1	  activity	  of	  an	  
ODN	  is	  deemed	  desirable	  because	  it	  allows	  a	  single	  ODN	  to	  mediate	  the	  destruction	  of	  multiple	  RNA	  tar-­‐
gets	  (7).	  	  A	  recent	  structure	  of	  the	  human	  RNase	  H1	  in	  complex	  with	  a	  DNA	  /	  RNA	  duplex	  has	  provided	  
insight	  into	  the	  binding	  process	  and	  substrate	  conformations	  involved	  in	  binding	  (8).	  	  This	  has	  sparked	  a	  
renewed	  interest	  in	  RNase	  H1	  activity	  and	  substrate	  specificity.	  	  	  
Only	  a	  few	  ODN	  modifications	  are	  able	  to	  preserve	  RNase	  H1	  activity	  (i.e.	  phosphorothioate,	  
phosphorodithioate,	  arabinonucleic	  acids,	  and	  boranophosphates)	  (9,	  10,	  11)	  (12).	  	  The	  phos-­‐
phorothioate	  diester	  linkage	  maintains	  a	  pseudo-­‐isoelectronic	  and	  isosteric	  character	  with	  a	  phosphodi-­‐
ester	  linkage,	  is	  relatively	  easy	  to	  synthesis	  and	  maintains	  canonical	  sugar	  and	  base	  moieties,	  but	  it	  cre-­‐
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ates	  a	  chiral	  center	  at	  the	  phosphate	  linkage.	  	  This	  modification	  has	  been	  found	  to	  permit	  RNase	  H1	  ac-­‐
tivity	  yet	  is	  resistant	  to	  nuclease	  degradation,	  but	  suffers	  from	  toxicity	  at	  higher	  concentrations,	  non	  
specific	  interactions	  with	  many	  cellular	  components	  and	  poor	  RNA	  binding	  (6).	  Most	  other	  backbone	  
modifications,	  including	  methylphosphonates,	  are	  not	  substrates	  for	  RNase	  H1	  (3).	  
Aside	  from	  the	  phosphorothioate,	  the	  borano	  phosphate	  modification	  (insertion	  of	  a	  
BH3	  group	  in	  place	  of	  a	  non-­‐linking	  oxygen)	  has	  also	  been	  shown	  to	  maintain	  RNase	  H1	  activity.	  	  Further,	  
it	  increases	  lipophilicity	  while	  maintaining	  binding	  to	  the	  targeted	  mRNA	  and	  exhibits	  a	  relatively	  low	  
toxicity	  Table2.	  	  The	  borano	  modification	  has	  an	  isosteric	  relationship	  with	  the	  methylphosphonate	  
group,	  but	  maintains	  a	  negative	  charge	  and	  is	  isoelectronic	  with	  the	  oxygen	  of	  the	  phosphodiester	  
group.	  	  Coupled	  with	  a	  minimal	  toxicity,	  the	  borano	  phosphate	  diester	  linkage	  continues	  to	  show	  prom-­‐
ise	  (13,	  14,	  15).	  	  
Similar	  to	  the	  phosphorothioate	  modification,	  the	  introduction	  of	  the	  borano	  group	  creates	  a	  
chiral	  center	  at	  the	  phosphorus	  (Figure	  2-­‐1).	  	  Stereoregular	  studies	  of	  phosphorothioate	  linkages	  re-­‐
vealed	  that	  RNase	  H1	  activity	  is	  modulated	  based	  on	  the	  stereochemistry	  with	  the	  RP	  isomer	  (the	  sulfur	  
pointing	  towards	  the	  helix)	  retaining	  RNase	  H1	  activity	  while	  for	  the	  SP	  isomer	  the	  enzymatic	  activity	  is	  
reduced	  as	  compared	  to	  the	  natural	  phosphodiester	  linkage	  (16).	  	  Previous	  studies	  have	  shown	  that	  a	  
fully	  Sp	  stereo-­‐specifically	  modified	  borano	  phosphate	  (borano	  group	  pointing	  towards	  the	  helix)	  con-­‐
taining	  oligonucleotide	  retains	  RNase	  H1	  activity	  (15).	  1	  
Here,	  we	  report	  the	  high	  resolution	  NMR	  solution	  structures	  of	  two	  DNA	  /	  RNA	  duplex	  
nonamers	  containing	  either	  a	  single	  SP	  or	  RP	  borano	  phosphate	  modification.	  	  This	  represents	  the	  first	  
detailed	  fine	  structural	  analysis	  of	  stereo-­‐regular	  borano	  phosphate	  modifications.	  	  In	  conjunction	  with	  a	  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
1	  To	  date,	  RP	  ODN’s	  containing	  a	  fully	  modified	  backbone	  have	  not	  been	  studied	  because	  such	  
ODN’s	  cannot	  be	  enzymatically	  generated	  and	  have	  to	  be	  chemically	  synthesized	  (15,	  17).	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recently	  solved	  crystal	  structure	  of	  human	  RNase	  H1	  in	  complex	  with	  a	  DNA	  /	  RNA	  duplex,	  we	  provide	  a	  
rational	  for	  why	  the	  SP	  hybrid	  is	  a	  substrate	  for	  the	  enzyme	  while	  we	  predict	  that	  the	  RP	  hybrid	  is	  not	  (8).	  
	  
2.4 Materials	  and	  methods:	  
	  
2.4.1 Sample	  preparation:	  	  
The	  DNA	  oligonucleotides	  were	  synthesized	  containing	  a	  single	  stereo	  specific	  modification	  (re-­‐
placement	  of	  a	  non-­‐bridging	  phosphodiester	  backbone	  oxygen	  with	  BH3	  group)	  at	  T5-­‐P-­‐G6	  as	  previously	  
described	  (18,	  19).	  	  Oligonucleotides	  were	  purified	  and	  characterized	  by	  anion	  exchange,	  reverse	  phase	  
chromatography,	  and	  mass	  spectroscopy.	  The	  stereochemistry	  of	  the	  borano	  phosphonate	  linkages	  
were	  confirmed	  by	  snake	  venom	  digestion	  as	  described	  previously	  (20).	  	  DNA	  /	  RNA	  duplexes	  were	  pre-­‐
pared	  using	  extinction	  coefficients	  derived	  from	  the	  sum	  of	  mononucleotides	  (absorbance	  at	  260	  nm,	  
80°C,	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate)	  as	  described	  previously	  (21).	  	  For	  all	  NMR	  experiments,	  samples	  
were	  prepared	  in:	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  50	  mM	  NaCl,	  and	  0.1	  mM	  Ethylenediaminetetraacetic	  acid	  
(EDTA).	  	  Water	  samples	  (90/10	  %	  H2O/D2O)	  were	  80	  µM	  DNA	  /	  RNA	  duplex	  with	  a	  pH	  of	  6.2,	  and	  sam-­‐
ples	  in	  D2O	  were	  	  ~1.0	  mM	  DNA	  /	  RNA	  duplex	  with	  a	  pH*	  of	  6.6.	  For	  residual	  dipolar	  coupling	  experi-­‐
ments,	  pf1	  bacterial	  phage	  was	  purchased	  from	  Asla	  and	  prepared	  as	  previously	  described	  (22).	  	  Pre-­‐
pared	  pf1	  (~	  53	  mg	  /	  ml)	  was	  added	  to	  NMR	  samples	  in	  appropriate	  aliquots	  and	  a	  deuterium	  splitting	  of	  
20.8	  Hz	  was	  observed	  at	  298	  K.	  	  	  
	  
2.4.2 Melting	  temperature	  studies:	  	  
TM	  values	  were	  derived	  from	  a	  six	  parameter	  fit	  of	  UV	  melting	  curves	  for	  a	  series	  of	  concentra-­‐
tions	  ranging	  from	  5	  µM	  –	  50	  µM	  duplex.	  	  The	  enthalpy	  was	  obtained	  from	  the	  concentration	  depend-­‐
21 
ence	  of	  the	  TM	  values	  and	  entropy.	  	  TM	  (30	  µM	  CT)	  and	  ΔS	  were	  calculated	  using	  an	  equation	  for	  the	  
biomolecular	  association	  of	  non-­‐self	  complementary	  strands	  as	  described	  previously	  (21).	  	  
	  
2.4.3 NMR	  spectroscopy:	  	  
NMR	  experiments	  were	  performed	  on	  Bruker	  AMX	  600	  and	  Avance	  600	  spectrometers,	  using	  a	  
5mm	  IDTG-­‐600	  triple	  resonance	  (Nalorac	  Corp)	  and	  broadband	  inverse	  Bruker	  probe	  heads.	  Acquisition	  
and	  processing	  parameters	  are	  similar	  to	  those	  described	  in	  earlier	  studies	  (21)	  with	  the	  following	  vari-­‐
ables;	  for	  experiments	  in	  D2O,	  NOESY	  spectra	  were	  collected	  with	  mixing	  times	  of	  50	  ms,	  150	  ms,	  and	  
250	  ms	  with	  an	  8	  sec	  delay	  to	  ensure	  complete	  relaxation,	  1H	  -­‐	  31P	  correlation	  (HPCOR)	  (23)	  spectra	  were	  
strip	  transformed	  and	  processed	  with	  a	  shifted	  sine	  bell	  multiplication	  in	  both	  dimensions	  (SSB	  =	  2).	  	  For	  
water	  experiments,	  a	  1-­‐1	  jump	  and	  return	  and	  a	  1-­‐1	  jump	  and	  return	  NOESY	  with	  a	  150	  ms	  mixing	  time	  
were	  used	  with	  a	  0.3	  sec	  delay	  at	  298	  K	  and	  280	  K.	  Assignment	  and	  integration	  of	  2D	  spectra	  were	  done	  
using	  SPARKY	  3.33	  UCSF	  (24).	  	  1H	  and	  31P	  were	  referenced	  to	  internal	  DSS	  and	  external	  85%	  H3PO4	  (capil-­‐
lary	  in	  D2O).	  Constant	  time	  NOESY	  (CT	  NOESY)	  experiments	  were	  collected	  using	  a	  12	  ms	  REBURP	  pulse	  
to	  select	  the	  sugar	  H3’	  region	  (25).	  Boron	  spectra	  were	  collected	  for	  11B,	  (11B:	  spin	  3/2,	  80.42%	  natural	  
abundance,	  compared	  to	  10B:	  spin	  3,	  19.58%	  natural	  abundance)	  and	  were	  referenced	  to	  an	  external	  
standard	  (0.80	  M	  borate	  from	  tris	  borate	  EDTA,	  298	  K,	  pH	  =	  8.36).	  Heteronuclear	  f2	  coupled	  13C	  -­‐	  1H	  
HSQC	  spectra	  were	  recorded	  for	  sugars	  (13C	  range	  65	  –	  105	  ppm)	  and	  bases	  (13C	  range	  125	  -­‐	  175	  ppm)	  in	  
the	  presence	  and	  absence	  of	  pf1	  phage.	  	  
	  
2.4.4 Starting	  structures:	  
	  Initial	  DNA	  /	  RNA	  hybrids	  were	  constructed	  using	  Amber	  9.0’s	  NUCGEN	  (26).	  	  Using	  Xleap	  with	  a	  
modified	  parm99	  force-­‐field	  (added	  BH3	  group),	  a	  non-­‐bridging	  oxygen	  on	  the	  DNA	  backbone	  between	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bases	  T5	  and	  G6	  was	  replaced	  by	  a	  borano	  (BH3)	  group	  to	  yield	  two	  hybrids	  with	  a	  single	  RP	  or	  SP	  configu-­‐
ration.	  	  Sodium	  ions	  were	  added	  to	  neutralize	  the	  phosphodiester	  backbone	  and	  the	  systems	  were	  sol-­‐
vated	  with	  at	  least	  8.0	  Å	  from	  the	  edge	  of	  the	  solute	  to	  the	  edge	  of	  a	  box	  with	  ~	  3200	  TIP3P	  water	  mole-­‐cules.	  	  
	  Briefly,	  the	  BH3	  force	  field	  modification	  was	  constructed	  as	  follows;	  for	  the	  B-­‐P	  distance	  the	  
empirically	  determined	  value	  of	  1.91Å	  was	  used	  (27).	  This	  distance	  was	  found	  to	  be	  reproducible	  using	  
HF	  6-­‐31G*	  energy	  minimizations.	  	  Atomic	  point	  charges	  were	  derived	  via	  an	  iterative	  process	  using	  
Gaussian	  03,	  the	  AMBER	  9.0	  RESP	  module,	  and	  the	  RED	  program	  (28,	  26,	  29a,b).	  	  The	  RP	  and	  SP	  conform-­‐
ers	  utilize	  the	  same	  parameters	  with	  the	  exception	  of	  the	  BH3	  group	  placement.	  For	  more	  details	  on	  the	  
derivation	  of	  the	  BH3	  group	  parameters	  see	  Supplemental	  Information	  6.	  	  
	  
2.4.5 Structure	  determination:	  	  
1H	  resonances	  were	  assigned	  via	  2D	  1H	  NOESY	  pathways	  with	  the	  assistance	  of	  TOCSY	  and	  COSY	  
spectra.	  31P	  resonances	  were	  assigned	  based	  on	  HPCORR	  correlation	  experiments.	  NOESY	  cross	  peak	  
volumes	  were	  integrated	  in	  SPARKY	  using	  a	  Gaussian	  or	  Sum	  Over	  Box	  method.	  A	  percentage	  error	  was	  
manually	  assigned	  based	  upon	  the	  fit	  residual	  &	  visual	  inspection	  of	  a	  projected	  cross	  slice	  overlaid	  with	  
the	  integral	  trace.	  For	  unresolved	  peaks,	  a	  Sum	  Over	  Box	  integration	  method	  was	  used	  and	  a	  higher	  per-­‐
centage	  error	  was	  assigned.	  Peak	  volumes	  for	  base	  H8	  protons	  were	  manually	  scaled	  to	  correct	  for	  ex-­‐
change	  with	  the	  deuterated	  solvent	  based	  on	  the	  integration	  of	  a	  1D	  1H	  spectrum	  collected	  with	  an	  8	  
sec	  delay.	  Quantitative	  distance	  restraints	  were	  derived	  using	  an	  iterative	  RANDMARDI	  procedure	  using	  
COMRA,	  MARDIGRAS	  (30,	  31)	  and	  AMBER	  9.0	  cycles,	  as	  described	  previously	  (21).	  	  Rx	  values	  were	  calcu-­‐
lated	  in	  CORMA	  using	  correlation	  times	  (τC)	  2.5	  ns,	  3.0	  ns,	  3.5	  ns	  and	  4.0	  ns	  for	  base	  and	  sugar	  protons.	  
The	  overall	  lowest	  values	  were	  obtained	  for	  τC	  =	  3.5	  ns.	  DNA	  sugar	  pucker	  and	  pseudorotation	  angles	  
were	  assessed	  using	  a	  graphical	  method	  from	  the	  Altona	  lab	  (32).	  	  3JH1’-­‐H2’1,	  
3JH1’-­‐H2’2,	  
3JH1’-­‐H3’,	  ∑	  H1’	  and	  ∑	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H3’	  were	  measured	  from	  31P	  decoupled	  low	  flip	  angle	  and	  DQF	  COSY	  experiments.	  Pseudorotation	  an-­‐
gles	  were	  derived	  for	  the	  dominant	  form	  of	  each	  deoxyribose	  and	  converted	  to	  torsion	  angle	  NMR	  re-­‐
straints	  using	  the	  PUCKER	  script	  from	  Amber	  9.0.	  Due	  to	  extensive	  overlap	  at	  multiple	  temperatures,	  the	  
sugar	  pucker	  at	  the	  core	  of	  the	  SP	  hybrid	  (G4,	  T5,	  and	  G6)	  and	  RP	  hybrid	  (G3,	  G6)	  were	  estimated	  based	  
upon	  13C1’	  chemical	  shifts	  in	  conjunction	  with	  the	  analysis	  of	  the	  glycosidic	  torsion	  angle	  and	  base	  H6	  /	  
H8	  to	  sugar	  H3’	  NOESY	  cross	  peak	  intensities.	  	  
Backbone	  ε	  torsion	  restraints	  were	  derived	  based	  on	  the	  ratio	  of	  peak	  heights	  from	  CT	  NOESY	  
experiments	  (31P	  coupled	  vs.	  decoupled)	  as	  described	  in	  (25).	  	  Broad	  backbone	  torsion	  angle	  restrains	  for	  
α, β, γ, and	  ζ,	  were	  generated	  for	  nucleotides	  having	  standard	  31P	  chemical	  shifts	  using	  values	  from	  
Blackburn	  et.	  al.	  (33,	  34).	  	  
Residual	  Dipolar	  Coupling	  (RDC)	  restraints	  were	  derived	  from	  1J13C-­‐
1
H	  values	  measured	  in	  the	  f2	  
dimension	  in	  presence	  and	  absence	  of	  pf1	  (Δ1J13C-­‐
1
H	  values	  ranged	  from	  -­‐14	  Hz,	  +15	  Hz).	  All	  RDC	  re-­‐
straints	  were	  implemented	  at	  the	  end	  of	  the	  structure	  generation	  process	  by	  initially	  minimizing	  the	  
alignment	  tensor	  of	  the	  rigid	  hybrid,	  followed	  by	  fully	  restrained	  minimization	  (rEM)	  of	  the	  whole	  sys-­‐
tem.	  Following	  RDC	  implementation,	  each	  system	  (RP	  and	  SP	  hybrid)	  underwent	  a	  6.0	  ns	  fully	  restrained	  
MD	  simulation	  with	  RDC	  alignment	  at	  300	  K.	  Snapshots	  were	  recorded	  1	  /	  ps	  for	  the	  final	  10	  ps	  and	  indi-­‐
vidually	  minimized	  to	  all	  restraints	  yielding	  a	  final	  bundle	  of	  structures.	  Final	  structures	  were	  selected	  
based	  on	  Amber	  energies,	  restraint	  violations,	  and	  residual	  dipolar	  coupling	  violations.	  RMSD	  was	  calcu-­‐
lated	  for	  heavy	  atoms	  using	  VMD	  1.9.	  Structural	  features	  and	  helicoidal	  parameters	  were	  measured	  us-­‐







2.5.1 Thermodynamic	  stability:	  
	  UV	  melting	  curves	  of	  the	  modified	  DNA	  /	  RNA	  hybrids	  were	  unaffected	  by	  the	  orientation	  of	  the	  
BH3	  group.	  Thermodynamic	  properties	  ΔG	  and	  TM	  were	  the	  same	  for	  the	  RP	  and	  SP	  hybrids	  and	  were	  
comparable	  to	  an	  unmodified	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  at	  similar	  conditions	  (21)	  (Table	  2-­‐1).	  	  This	  indicates	  
that	  neither	  orientation	  nor	  presence	  of	  a	  single	  BH3	  modification	  impacts	  the	  thermodynamic	  stability.	  
	  
2.5.2 Base	  stacking	  and	  orientation:	  	  
Chemical	  shifts	  (1H,	  13C,	  31P,	  and	  11B)	  for	  the	  RP	  hybrid,	  SP	  hybrid,	  and	  unmodified	  control	  are	  
listed	  in	  Supporting	  Information	  4.	  
Comparing	  the	  1H	  chemical	  shifts	  to	  an	  unmodified	  DNA	  /	  RNA	  hybrid,	  both	  modified	  hybrids	  
have	  small	  differences	  at	  the	  center	  of	  the	  duplex,	  while	  the	  ends	  remain	  indifferent	  to	  the	  presence	  of	  
the	  BH3	  modification	  as	  would	  be	  expected	  (Figure	  2-­‐2).	  	  Chemical	  shifts	  of	  the	  Rp	  more	  closely	  resem-­‐
bled	  the	  unmodified	  control,	  with	  only	  a	  few	  variations	  for	  the	  DNA	  sugars	  surrounding	  the	  modification	  
(Δ	  ∑	  |sugar	  1H’s	  |,	  T5	  0.32	  ppm,	  G6	  0.23	  ppm)	  (Figure	  2-­‐2).	  The	  Sp	  hybrid	  displays	  larger	  and	  more	  exten-­‐
sive	  chemical	  shifts	  differences	  in	  the	  sugars	  (Δ	  ∑	  |sugar	  1H’s	  |,	  G4	  0.50	  ppm,	  T5	  0.54	  ppm,)	  and	  bases	  (T5	  
H6	  0.16	  ppm)	  at	  the	  5’	  side	  of	  the	  DNA	  modification,	  with	  moderate	  differences	  extending	  into	  the	  RNA	  
strand	  (standard	  deviations	  were	  <	  0.004	  ppm)	  (Figure	  2-­‐2).	  
Complete	  base	  H8	  /	  H6	  to	  sugar	  H1'	  NOESY	  pathways	  for	  both	  modified	  samples	  support	  normal	  
base	  stacking	  (also	  supported	  by	  thermodynamic	  data)	  and	  are	  consistent	  with	  a	  right	  handed	  duplex	  
(37)	  (Supporting	  Information	  1	  a,b).	  	  NOESY	  cross	  peaks	  with	  unusual	  intensities	  or	  exchange	  peaks	  were	  
not	  observed	  among	  the	  base	  or	  sugar	  protons	  demonstrating	  that	  the	  RP	  and	  SP	  modifications	  do	  not	  
grossly	  perturb	  or	  induce	  multiple	  conformations	  to	  the	  duplex.	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2.5.3 Base	  pairing:	  
	  The	  presence	  of	  an	  imino	  proton	  peak	  generally	  results	  from	  a	  stable	  base	  pair	  formation.	  At	  
280	  K	  we	  observe	  all	  nine	  imino	  proton	  peaks	  for	  both	  modified	  duplexes	  establishing	  that	  the	  BH3	  
modification	  does	  not	  disrupt	  base	  pairing	  (Figure	  2-­‐2).	  Comparing	  the	  imino	  proton	  chemical	  shifts	  to	  
the	  control	  hybrid,	  the	  RP	  hybrid	  is	  again	  similar	  to	  the	  unmodified	  control	  while	  the	  Sp	  modification	  
shows	  a	  difference	  at	  the	  5’	  side	  of	  the	  DNA	  (Figure	  2-­‐2,	  Figure	  2-­‐3).	  
	  
2.5.4 Backbone:	  	  
Unusual	  phosphorus	  chemical	  shifts	  are	  a	  likely	  indicator	  for	  abnormal	  torsion	  angles	  in	  the	  nu-­‐
cleic	  acid	  helical	  phosphodiester	  backbone	  that	  may	  perturb	  the	  helical	  rise,	  roll,	  or	  twist	  of	  a	  duplex	  
(38).	  	  Comparing	  the	  phosphorus	  chemical	  shifts	  of	  a	  control	  hybrid	  with	  the	  RP	  and	  SP	  modified	  hybrids,	  
again	  the	  Rp	  hybrid	  displays	  less	  variation	  from	  the	  control	  (Figure	  2-­‐2).	  	  Similar	  to	  the	  trends	  of	  the
	  1H	  
chemical	  shifts,	  the	  SP	  hybrid	  phosphorus	  chemical	  shifts	  are	  more	  perturbed,	  predominantly	  on	  the	  
DNA	  5’	  side	  of	  the	  modification	  with	  effects	  extending	  into	  the	  RNA	  strand	  (c15-­‐P-­‐c16)	  (Figure	  2-­‐2).	  	  As	  
expected,	  T5-­‐P-­‐G6	  is	  shifted	  downfield	  for	  both	  modified	  hybrids	  (Rp	  94.00	  ppm,	  SP	  95.38	  ppm)	  due	  to	  the	  
BH3	  modification	  (39)	  (Figure	  2-­‐4).	  	  
The	  11B	  spectrum	  shows	  a	  broad	  peak	  (coupled	  to	  31P	  and	  1H)	  for	  both	  modified	  hybrids	  (RP	  -­‐
41.43	  ppm,	  SP	  -­‐42.11	  ppm)	  (Figure	  2-­‐5).	  	  Proton	  decoupling	  of	  the	  boron	  spectrum	  reveals	  the	  boron	  
phosphorus	  coupling	  (1JBP	  ~133	  Hz)	  (Figure	  2-­‐5).	  	  
Similarly,	  in	  the	  1H	  spectrum	  a	  broad	  peak	  is	  observed	  for	  each	  hybrid	  from	  the	  BH3	  methyl	  
group	  (RP	  0.33	  ppm,	  SP	  0.42	  ppm)	  (Figure	  2-­‐5).	  	  Decoupling	  
11B	  sharpens	  this	  peak	  to	  a	  doublet	  (2JHP	  =	  
21.4	  Hz)	  which	  facilitates	  the	  detection	  of	  NOE’s	  from	  the	  BH3	  group	  to	  nearby	  sugars	  and	  bases	  (Figure	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2-­‐6).	  	  The	  RP	  hybrid	  displays	  strong	  NOESY	  cross	  peaks	  to	  the	  surrounding	  sugars	  while	  for	  the	  SP	  hybrid	  
neighboring	  base	  contacts	  are	  also	  detected	  (Figure	  2-­‐6).	  	  
The	  phosphodiester	  backbone	  torsion	  angle	  ε	  was	  determined	  for	  the	  DNA	  linkages	  using	  a	  CT	  
NOESY	  experiment	  (25).	  	  All	  DNA	  ε torsion	  angles	  were	  within	  a	  standard	  trans	  range	  (-­‐158°	  to	  -­‐188°)	  
consistent	  with	  B	  DNA	  helical	  values	  (34)	  (Supporting	  Information	  2).	  The	  ε	  torsion	  angles	  that	  could	  be	  
determined	  for	  the	  RNA	  (-­‐145°	  to	  -­‐158°)	  were	  in	  line	  with	  A	  type	  helical	  parameters.	  	  
	  
2.5.5 Pseudorotation	  analysis:	  	  
	  DNA	  sugar	  conformation	  (expressed	  as	  fraction	  south,	  fS)	  was	  determined	  from	  coupling	  con-­‐
stants	  3JH1’-­‐H2’1,	  
3JH1’-­‐H2’2,	  
3JH1’-­‐H3’,	  ∑	  H1’	  and	  ∑	  H3’	  (32).	  	  Due	  to	  extensive	  overlap	  across	  a	  range	  of	  tem-­‐
peratures,	  the	  fS	  at	  the	  core	  of	  the	  SP	  hybrid	  (G4,	  T5,	  and	  G6)	  and	  G3,	  G6	  of	  the	  RP	  hybrid,	  was	  estimated	  
based	  on	  13C1’	  chemical	  shifts	  in	  conjunction	  with	  analysis	  of	  the	  glycosidic	  torsion	  angle	  and	  base	  H6	  /	  
H8	  to	  sugar	  H3’	  NOESY	  cross	  peak	  intensities	  (Supporting	  Information	  6b,c).	  	  
The	  trends	  in	  fS	  for	  residues	  not	  flanking	  the	  modification	  mimic	  the	  unmodified	  control	  hybrid	  
(Supporting	  Information	  3	  and	  6a).	  The	  RP	  hybrid	  more	  closely	  resembles	  the	  unmodified	  control	  with	  
moderate	  changes	  in	  the	  fraction	  south	  for	  G4	  and	  T5.	  	  The	  SP	  hybrid	  likely	  exhibits	  larger	  variations	  
(lower	  fS)	  from	  the	  control	  at	  G4	  and	  T5	  based	  upon	  the	  elevated	  
13C1’	  chemical	  shifts	  and	  more	  intense	  
base	  –	  H3’	  cross	  peaks.	  (Supporting	  Information	  6a,c).	  
	  
2.5.6 NMR	  structure	  determination:	  	  
Both	  modified	  hybrid	  structures	  are	  highly	  restrained	  (~23	  restraints	  /	  nucleotide)	  and	  exhibit	  
excellent	  agreement	  between	  theoretical	  and	  experimental	  data	  as	  evidenced	  from	  the	  low	  CORMA	  to-­‐
tal	  Rx	  values	  that	  are	  less	  than	  6%.	  	  The	  final	  ensemble	  of	  10	  structures,	  sampled	  at	  the	  end	  of	  a	  6.0	  ns	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rMD,	  yield	  a	  heavy	  atom	  RMSD	  below	  0.35	  Å	  (Table	  2-­‐2,	  Figure	  2-­‐7).	  	  Amber	  distance	  violations	  were	  
higher	  for	  the	  RP	  hybrid	  (103.9	  kcal/mol)	  compared	  to	  the	  SP	  hybrid	  (51.5	  kcal/mol),	  this	  is	  largely	  due	  to	  
a	  narrower	  average	  well	  width	  (0.47	  Å	  vs.	  0.64	  Å)	  for	  the	  quantitative	  restraints	  (Table	  2-­‐2).	  	  For	  both	  
structures	  the	  highest	  distance	  penalty	  was	  observed	  for	  A1H8-­‐	  A1H1'	  (~8	  kcal/mol)	  and	  is	  likely	  a	  result	  
of	  mobility	  in	  the	  adenosine	  base	  due	  to	  its	  location	  at	  the	  end	  of	  the	  duplex.	  All	  other	  distance	  penal-­‐
ties	  were	  less	  than	  5.0	  kcal/mol	  (Table	  2-­‐2).	  Flat	  angle	  and	  torsion	  angle	  penalties	  were	  negligible	  	  (total	  
<	  3.5	  kcal/mol)	  for	  both	  structures.	  Residual	  dipolar	  coupling	  alignment	  data	  was	  fit	  to	  both	  structures	  
with	  excellent	  agreement,	  yielding	  a	  total	  alignment	  constraint	  of	  	  <	  7.5	  kcal/mol	  (Table	  2-­‐2).	  	  
	  
2.5.7 Analysis	  of	  the	  NMR	  structures:	  	  	  
The	  single	  BH3	  DNA	  backbone	  modification	  does	  not	  grossly	  perturb	  either	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  as	  
compared	  to	  an	  unmodified	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  (40)	  (Figure	  2-­‐8,	  Supporting	  Information	  5).	  	  Both	  modi-­‐
fied	  hybrids	  are	  fully	  base	  paired,	  right	  handed,	  and	  exhibit	  a	  majority	  of	  A-­‐	  type	  helical	  properties,	  simi-­‐
lar	  to	  previously	  published	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  structures	  (40)	  (21).	  	  All	  glycosidic	  bonds	  are	  in	  the	  anti	  
conformation	  and	  the	  helical	  parameters	  X-­‐displacement,	  Y	  displacement,	  incline,	  rise,	  and	  twist,	  are	  
intermediate	  of	  canonical	  A	  and	  B	  helices	  with	  an	  emphasis	  towards	  the	  A	  helical	  form	  (Table	  2-­‐3,	  Sup-­‐
plemental	  Information	  5).	  
Aligning	  the	  heavy	  atoms	  of	  the	  two	  hybrids	  (excluding	  the	  BH3	  group)	  yields	  an	  RMSD	  of	  1.19	  Å.	  
Figure	  2-­‐8.	  Qualitative	  distance	  restraints	  involving	  the	  BH3	  group	  point	  the	  SP	  BH3	  modification	  into	  the	  
major	  groove	  while	  the	  RP	  group	  extends	  out	  from	  DNA	  backbone	  (Figure	  2-­‐8a).	  	  On	  the	  5’	  side	  of	  the	  
modification	  (bases	  G3,	  G4,	  and	  T5)	  the	  two	  structures	  exhibit	  small	  differences	  in	  the	  base	  opening,	  
buckle,	  and	  tilt,	  resulting	  in	  a	  slight	  bulge	  in	  the	  SP	  DNA	  backbone	  (Figure	  2-­‐8b).	  This	  is	  also	  supported	  by	  
trends	  in	  differences	  of	  the	  1H,	  13C	  and	  31P	  chemical	  shifts	  and	  the	  fact	  that	  the	  only	  substantial	  differ-­‐
ence	  in	  imino	  1H	  shift	  between	  the	  two	  hybrids	  occurs	  at	  T5.	  The	  slight	  backbone	  deviation	  in	  the	  SP	  hy-­‐
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brid	  narrows	  the	  apparent	  minor	  groove	  altering	  c16C1’	  chemical	  shift	  by	  0.8	  ppm	  (Figure	  2-­‐8b).	  	  The	  
ends	  of	  the	  duplex	  as	  well	  as	  the	  RNA	  strands	  (RMSD	  of	  RNA	  0.82	  Å)	  are	  nearly	  identical	  between	  both	  
modified	  hybrids	  and	  remain	  indifferent	  to	  the	  BH3	  modification.	  (Figure	  2-­‐8	  a,b).	  
	  
2.6 Discussion:	  
RNase	  H1,	  an	  enzyme	  found	  in	  bacteria	  and	  humans,	  degrades	  the	  RNA	  strand	  of	  a	  DNA	  /	  RNA	  
hybrid	  duplex.	  Earlier	  studies	  attempted	  to	  utilize	  the	  enzyme	  as	  a	  means	  of	  regulating	  protein	  expres-­‐
sion	  (41,	  42).	  	  It	  is	  now	  known	  that	  RNase	  H	  exists	  in	  two	  types	  (H1	  and	  H2).	  While	  RNase	  H1	  may	  have	  
potential	  use	  in	  gene	  regulation,	  unintentional	  interference	  with	  RNase	  H2	  can	  result	  in	  neurological	  
disorders	  such	  as	  Aicardi-­‐Goutieres	  syndrome	  (43).	  
Previous	  work	  from	  our	  laboratories	  has	  shown	  that	  a	  polynucleotide	  (15mer)	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  
containing	  fully	  stereo	  specific	  (Sp)	  BH3	  modified	  DNA	  backbone	  linkages	  maintains	  RNase	  H1	  activity	  
(14).	  	  Here	  we	  provide	  a	  rational	  why	  the	  BH3	  stereo	  specific	  SP	  hybrid	  is	  a	  substrate	  for	  RNase	  H1.	  	  Two	  
DNA	  /	  RNA	  hybrid	  NMR	  solution	  structures	  were	  determined	  utilizing	  a	  large	  number	  of	  restraints	  (Fig-­‐
ure	  1).	  	  This	  coupled	  with	  the	  low	  RX	  values	  permits	  an	  analysis	  of	  possible	  fine	  structural	  details	  and	  
subtle	  features	  that	  may	  impact	  interactions	  with	  the	  enzyme.	  	  The	  single	  BH3	  modification	  is	  minimally	  
invasive	  to	  the	  overall	  structure	  of	  the	  DNA	  /	  RNA	  hybrid,	  with	  only	  a	  slight	  bulge	  detected	  at	  the	  5’	  side	  
of	  the	  SP	  modification.	  	  Given	  the	  high	  degree	  of	  similarity	  between	  the	  structures	  and	  an	  unmodified	  
control,	  the	  question	  arises	  if	  they	  differ	  in	  their	  interaction	  with	  RNase	  H1.	  	  	  
RNase	  H1	  contains	  two	  conserved	  nucleic	  acid	  binding	  domains.	  The	  DNA	  basic	  protrusion	  as-­‐
sists	  in	  the	  initial	  binding	  of	  the	  substrate	  duplex.	  	  The	  phosphate	  binding	  pocket	  binds	  the	  substrate,	  
forms	  contacts	  along	  the	  DNA	  backbone	  and	  positions	  the	  duplex	  in	  order	  to	  place	  the	  targeted	  RNA	  in	  
the	  proper	  location	  for	  cleavage.	  RNase	  H1	  is	  able	  to	  bind	  both	  DNA	  /	  RNA	  and	  RNA	  /	  RNA	  duplexes,	  
however	  RNA	  cleavage	  only	  occurs	  for	  the	  DNA	  /	  RNA	  hybrid.	  	  The	  flexibility	  of	  the	  DNA	  strand	  permits	  a	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snug	  fit	  into	  the	  phosphate	  binding	  pocket	  which	  enables	  the	  proper	  placement	  of	  the	  adjacent	  RNA	  
target	  strand	  in	  the	  cleavage	  site.	  However,	  in	  an	  RNA	  /	  RNA	  duplex,	  the	  lack	  of	  flexibility	  and	  the	  pres-­‐
ence	  of	  hydroxyl	  groups	  hamper	  proper	  binding	  to	  the	  phosphate	  binding	  pocket	  which	  displaces	  the	  
target	  strand	  from	  the	  cleavage	  site,	  resulting	  in	  a	  loss	  of	  RNA	  degradation	  activity	  (8).	  
As	  evidenced	  from	  our	  NMR	  structures,	  either	  single	  modification	  is	  well	  tolerated	  in	  a	  duplex	  
and	  results	  in	  modest	  perturbations,	  therefore	  a	  fully	  stereo	  specific	  modified	  DNA	  backbone	  should	  not	  
grossly	  distort	  a	  DNA	  /	  RNA	  hybrid.	  In	  this	  context,	  our	  structural	  NMR	  results	  provide	  a	  rationale	  for	  the	  
observed	  enzyme	  activity	  of	  the	  SP	  BH3	  modified	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  (14).	  The	  orientation	  of	  the	  BH3	  plays	  
a	  critical	  role	  in	  avoiding	  steric	  clashes	  with	  essential	  RNase	  H1	  contacts.	  	  In	  the	  SP	  hybrid	  the	  BH3	  group	  
points	  away	  from	  the	  enzyme	  surface	  into	  the	  major	  groove	  allowing	  the	  DNA	  strand	  access	  to	  the	  
RNase	  H1	  phosphate	  binding	  pocket	  (Figure	  9).	  	  Examination	  of	  our	  NMR	  structures	  together	  with	  the	  
crystal	  complex	  (8)	  predicts	  that	  the	  enzyme	  can	  accommodate	  the	  SP	  orientation	  of	  a	  fully	  BH3	  modified	  
DNA	  backbone	  and	  maintain	  RNA	  cleavage	  activity.	  	  This	  is	  in	  line	  with	  experimental	  data.	  	  	  In	  the	  case	  of	  
the	  RP	  hybrid,	  the	  BH3	  modification	  would	  obstruct	  the	  required	  snug	  fit	  of	  the	  DNA	  into	  the	  enzyme’s	  
phosphate	  binding	  pocket	  (Figure	  9).	  Additionally,	  changes	  in	  the	  local	  charge	  distribution	  compared	  to	  
a	  regular	  phosphodiester	  linkage	  may	  also	  play	  a	  role	  in	  modulating	  the	  enzyme	  binding	  affinity.	  	  Taken	  
together	  these	  results	  indicate	  that	  the	  RP	  BH3	  group	  is	  likely	  to	  impede	  access	  to	  essential	  enzyme	  bind-­‐









Figure	  2-­‐2.	  1H	  and	  31P	  chemical	  shift	  differences	  at	  298K	  of	  the	  RP	  and	  SP	  hybrids	  compared	  to	  an	  un-­‐
modified	  DNA	  RNA	  control.	  	  denotes	  	  Σ (|ΔH1’|	  |ΔH2’1|	  |ΔH2’2|	  |ΔH3’|)	  chemical	  shifts,	  P	  phospho-­‐
rus,	  A	  T	  G	  C	  |ΔH6|	  or	  |ΔH8|.	  Color	  scheme	  as	  follows:	  	  >	  0.10	  Δ	  ppm,	  	  0.10	  –	  0.05	  Δ	  ppm,	  	  <	  0.05	  






Figure	  2-­‐3.	  Imino	  proton	  spectra	  of	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  Sample	  conditions	  as	  follows;	  80	  µM	  oligonucleo-­‐
tide	  duplex,	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  100	  mM	  NaCl,	  0.1	  mM	  EDTA,	  90%	  H2O,	  280	  K,	  pH	  6.2.	  The	  red	  
arrow	  points	  out	  significant	  changes	  in	  the	  imino	  proton	  (T5)	  shifts	  between	  the	  two	  hybrids.	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Figure	  2-­‐4.	  31P	  spectra	  of	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  Assignments	  were	  obtained	  from	  an	  HPCOR	  experiment.	  	  
Red	  arrows	  indicate	  peaks	  that	  have	  differences	  >	  0.15	  ppm	  between	  the	  modified	  hybrids.	  The	  T5–P–G6	  
phosphates	  experiences	  a	  large	  shift	  (94ppm)	  due	  to	  the	  BH3	  group,	  similar	  to	  other	  observed	  





Figure	  2-­‐5.	  11B	  and	  1H	  spectra	  of	  the	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  	  A)	  
11B	  spectra	  of	  RP	  and	  SP	  hybrids.	  A	  single	  broad	  
peak	  due	  to	  coupling	  to	  1H	  and	  31P	  is	  observed	  (RP	  hybrid	  -­‐41.43	  ppm,	  SP	  hybrid	  -­‐42.11	  ppm).	  B)	  Decou-­‐
pling	  of	  1H	  sharpens	  the	  11B	  peak	  to	  a	  doublet	  (1JBP	  133	  Hz).	  	  C)	  
1H	  signal	  of	  the	  BH3	  group,	  (R	  hybrid	  0.33	  
ppm,	  S	  hybrid	  0.42	  ppm).	  D)	  Decoupling	  of	  31P	  sharpens	  the	  1H	  signal	  from	  the	  BH3	  modification	  to	  a	  




Figure	  2-­‐6.	  Boron	  decoupled	  {11B}	  NOESY;	  the	  1H	  signal	  from	  the	  BH3	  group	  is	  sharpened	  allowing	  for	  the	  
detection	  of	  cross	  peaks	  to	  nearby	  sugar	  (RP	  hybrid)	  and	  base	  (SP	  hybrid)	  protons.	  	  RP	  hybrid	  contracts	  













































Figure	  2-­‐7.	  Aligned	  (heavy	  atoms)	  bundles	  of	  the10	  final	  NMR	  structures.	  RP	  hybrid	  DNA	  in	  red,	  SP	  hybrid	  
DNA	  in	  blue,	  RNA	  shown	  in	  grey.	  Structures	  were	  generated	  by	  sampling	  1	  /	  ps	  for	  the	  final	  10ps	  of	  a	  6.0	  
ns	  restrained	  solvated	  molecular	  dynamic	  simulation	  (rMD),	  followed	  by	  fully	  restrained	  minimization.	  	  
RMSD	  of	  the	  heavy	  atoms	  were	  ,	  RP	  hybrid	  0.30	  Å	  ,	  SP	  hybrid	  0.34	  Å.	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Figure	  2-­‐8.	  A)	  Overlay	  of	  RP	  and	  SP	  hybrid	  structures,	  color	  coded	  according	  to	  chemical	  shift	  differences	  
between	  the	  two	  modified	  hybrids.	  	  RP	  and	  SP	  hybrids	  aligned	  by	  all	  heavy	  atoms	  (except	  boron).	  	  Nu-­‐
cleotides	  (Σ	  (|H1’|	  |H2’1|	  |H2’2|	  |H3’|	  |H4’|	  	  |H6	  /	  H8|	  |13C1’|	  |13C6	  /	  13C8	  |)	  	  >	  1.00	  ppm,	  1.00	  ppm	  
<	  	  >	  0.50	  ppm,	  	  <	  0.50	  ppm.	  B)	  RP	  and	  SP	  hybrid	  chemical	  shift	  difference	  plotted	  by	  residue.	  
1H	  (top)	  
closed	  box	  denotes	  Σ	  (|H1’|	  |H2’1|	  |H2’2|	  |H3’|	  |H4’|),	  13C	  (middle),	  31P	  (bottom)	  all	  Δ	  ppm.	  	  T5–P–G6	  






Figure	  2-­‐9.	  A)	  Models	  of	  fully	  stereo	  specific	  Rp	  (red)	  or	  Sp	  (blue)	  modified	  BH3	  DNA	  /	  RNA	  hybrids.	  B)	  Rp	  
BH3	  modifications	  (shown	  as	  red	  CPK	  spheres)	  were	  modeled	  on	  the	  existing	  crystal	  structure	  of	  RNase	  
H1	  enzyme	  (tan)	  in	  complex	  with	  a	  DNA	  (red)	  RNA	  (grey)	  hybrid	  (8).	  The	  enzyme	  contacts	  the	  hybrid	  




Table	  2-­‐1.	  Thermodynamic	  properties	  of	  DNA	  /	  RNA	  hybrids	  containing	  a	  central	  Rp	  or	  Sp	  BH3	  
DNA	  backbone	  modification	  and	  an	  unmodified	  control	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  50	  mM	  NaCl,	  pH	  
6.4.	  	  TM	  values	  were	  calculated	  for	  a	  30	  µM	  duplex.	  ΔG	  calculated	  at	  298	  K.	  
a	  Control	  sample	  from	  previ-­‐





Table	  2-­‐2.	  Properties	  of	  a	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  and	  the	  effects	  of	  modifying	  the	  DNA	  backbone.	  Replace-­‐
ment	  of	  a	  non-­‐linking	  oxygen	  with	  a	  borano	  group	  yields	  the	  advantages	  of	  the	  thiol	  group	  without	  the	  
problem	  of	  toxicity.	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Table	  2-­‐3.	  Summary	  of	  NMR	  Restraints	  Used	  for	  Structure	  Development	  a	  Quantitative	  distance	  re-­‐
straints	  were	  derived	  using	  RANDIMARDI	  procedure	  similar	  to	  previously	  published	  methods.	  (22)	  Final	  
restrained	  molecular	  dynamic	  simulations	  (rMD)	  were	  run	  for	  6.0	  ns	  solvated	  in	  TIP3P	  water	  at	  300	  K	  
with	  the	  addition	  of	  Na+	  ions	  to	  neutralize	  phosphate	  backbone	  charges.	  	  Final	  ensembles	  underwent	  
fully	  restrained	  minimization	  (rEM)	  (1000	  steps	  steepest	  decent	  followed	  by	  1000	  steps	  conjugated	  gra-­‐
dient)	  RMSD	  values	  were	  measured	  in	  VMD	  version	  1.9.	  	  Final	  Amber	  energies	  were	  calculated	  in	  the	  
absence	  of	  H2O	  and	  Na





Table	  2-­‐4	  Selected	  helicoidal	  parameters	  for	  the	  RP	  and	  SP	  hybrid.	  Measured	  values	  indicate	  the	  final	  
NMR	  structures	  are	  similar	  to	  an	  unmodified	  DNA	  /	  RNA	  hybrid	  with	  helical	  properties	  in	  between	  an	  A	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3 Mismatch	  repair	  
Preface:	  Enzyme	  studies	  for	  MSH2-­‐MSH6	  and	  TM	  experiments	  were	  performed	  by	  our	  collabora-­‐
tors	  Anthony	  Mazurek	  and	  Richard	  Fishel.	  	  
3.1 Introduction:	  
Despite	  the	  high	  fidelity	  of	  DNA	  synthesis	  by	  DNA	  polymerase	  III,	  mismatches	  and	  deletions	  and	  
insertions	  arise	  during	  replication	  and	  recombination	  (1,	  2).	  In	  humans,	  mutations	  or	  deletions	  to	  the	  
mismatch	  repair	  system	  (MMR)	  cause	  the	  majority	  of	  cases	  of	  hereditary	  nonpolyposis	  colon	  cancer	  
(HNPCC)	  (3),	  may	  facilitate	  breast	  cancer	  (4),	  and	  have	  been	  implicated	  in	  some	  sporadic	  tumors	  (5,	  6).	  	  
MMR	  is	  highly	  conserved	  from	  prokaryotes	  to	  eukaryotes	  and	  corrects	  insertions	  /	  deletions	  and	  
mismatches,	  thus	  contributing	  an	  additional	  50–1,000-­‐fold	  increase	  in	  fidelity	  (7,	  2,	  8).	  Prokaryotic	  MutS	  
and	  eukaryotic	  MSH2-­‐MSH6	  enzymes	  initiate	  the	  repair	  process	  by	  recognizing	  single	  mismatches	  and	  
small	  insertions	  /	  deletions,	  while	  MSH2-­‐MSH3	  recognizes	  larger	  insertion	  /	  deletion	  loops	  (8).	  Consider-­‐
ing	  the	  variety	  of	  substrates,	  it	  is	  not	  readily	  apparent	  how	  one	  enzyme	  could	  recognize	  such	  an	  array	  of	  
different	  base	  determinants	  or	  loops	  specifically.	  Moreover,	  the	  repair	  efficiency	  is	  only	  in	  part	  deter-­‐
mined	  by	  the	  identity	  of	  the	  mismatch	  and	  is	  also	  affected	  by	  the	  flanking	  sequence	  (9,	  10).	  This	  sug-­‐
gests	  that	  recognition	  is	  not	  solely	  relying	  on	  specific	  base	  contacts.	  
	  
3.1.1 Repair	  overview:	  
Much	  of	  the	  fundamental	  understanding	  of	  the	  repair	  process	  has	  come	  from	  extensive	  studies	  
of	  repair	  in	  E.	  coli	  (Table	  3-­‐1)	  (11).	  	  In	  prokaryotes,	  homodimer	  MutS	  (S1/S2)	  recognizes	  mismatches	  
where	  only	  the	  S1	  monomer	  contacts	  the	  DNA	  (7,	  2,	  9).	  When	  the	  enzyme	  encounters	  a	  mismatch,	  the	  
nucleotide-­‐binding	  domains	  of	  both	  monomers	  exchange	  bound	  ADP	  for	  ATP	  (12).	  This	  results	  in	  a	  con-­‐
formational	  change	  of	  the	  protein	  to	  a	  sliding	  clamp	  (Figure	  3-­‐1)	  that	  is	  required	  for	  the	  binding	  of	  MutL	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to	  form	  the	  ternary	  (MutL/MutS/DNA)	  complex.	  Subsequently	  the	  endonuclease	  MutH	  is	  recruited	  and	  
in	  turn	  nicks	  the	  DNA	  on	  either	  the	  5'	  or	  3'	  side	  of	  the	  mismatched	  base	  (13,	  8).	  The	  nicked	  DNA	  strand	  is	  
subsequently	  excised	  by	  one	  or	  more	  exonucleases	  (I,	  VII,	  X,	  and	  Rec.	  J.)	  depending	  on	  the	  directionality	  
required	  to	  remove	  the	  mismatch.	  The	  resulting	  gap	  is	  filled	  in	  by	  DNA	  polymerase	  III,	  and	  the	  repair	  
process	  is	  completed	  by	  DNA	  ligase	  I,	  sealing	  the	  nick.	  Strand	  discrimination	  is	  based	  on	  the	  methylation	  
of	  the	  template	  strand	  (7,	  2,	  13,	  8).	  
The	  process	  is	  similar	  in	  eukaryotes,	  employing	  heterodimeric	  MutS	  homolog	  MSH2-­‐MSH6	  and	  
MSH2-­‐MSH3.	  A	  MutL	  homolog	  MLH1-­‐PMS2	  is	  recruited	  to	  form	  a	  ternary	  complex,	  associating	  MLH1	  
with	  MSH2	  and	  PMS2	  with	  MSH6	  (7,	  2,	  13,	  8,	  14).	  There	  is	  no	  known	  human	  homolog	  of	  MutH,	  instead	  
MLH1-­‐PMS2	  posses	  an	  endonuclease	  activity	  that	  cleaves	  the	  defective	  strand	  near	  the	  mismatch	  site	  
(15).	  Strands	  containing	  gaps	  effectively	  direct	  MMR	  in	  eukaryotic	  extracts;	  this	  is	  generally	  accepted	  as	  
the	  mechanism	  for	  strand	  discrimination	  for	  the	  lagging	  strand	  during	  DNA	  replication	  (2,	  8).	  Strand	  dis-­‐
crimination	  for	  the	  leading	  strand	  may	  be	  mediated	  by	  PCNA	  (2).	  After	  MLH1-­‐PMS2	  has	  made	  an	  inci-­‐
sion,	  RFC	  assists	  the	  loading	  of	  the	  circular	  Proliferating	  Cellular	  Nuclear	  Antigen	  (PCNA)	  protein	  at	  the	  
nicked	  site.	  PCNA	  activates	  the	  3'-­‐5'	  exonuclease	  activity	  of	  Exo	  I,	  in	  addition	  to	  its	  intrinsic	  5'-­‐3'	  activity,	  
which	  may	  be	  required	  to	  excise	  the	  mismatch-­‐containing	  region	  (8).	  Following	  the	  excision	  of	  the	  mis-­‐
match	  and	  surrounding	  bases,	  DNA	  polymerase	  d	  is	  recruited	  with	  the	  assistance	  of	  the	  MLH1-­‐PMS2	  
complex	  to	  re-­‐synthesize	  the	  missing	  bases	  and	  fill	  in	  the	  gap.	  Finally,	  the	  repair	  process	  is	  completed	  by	  
DNA	  ligase	  (7,	  2,	  13,	  8).	  	  
	  
3.1.2 MSH2-­MSH6:	  DNA	  binding	  and	  mismatch	  recognition:	  
Of	  the	  seven	  MSH	  proteins	  that	  have	  been	  identified,	  MSH2-­‐MSH6	  is	  the	  most	  widely	  studied	  
and	  characterized.	  In	  absence	  of	  DNA,	  MSH2-­‐MSH6	  exhibits	  little	  ATPase	  activity.	  Linear	  DNA	  substrates	  
with	  mismatches	  greatly	  stimulate	  ATP	  hydrolysis	  (16,	  17).	  In	  its	  ADP	  bound	  form	  the	  enzyme	  binds	  re-­‐
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versibly	  to	  the	  mismatch	  of	  a	  DNA	  substrate.	  These	  specific	  complexes	  have	  been	  characterized	  for	  a	  
variety	  of	  mismatches	  (vide	  infra).	  Once	  this	  complex	  is	  formed,	  ATP	  replaces	  ADP	  in	  the	  MSH6	  nucleo-­‐
tide-­‐binding	  domain	  (NBD);	  retention	  of	  ATP	  in	  MSH6	  is	  allosterically	  coupled	  to	  the	  MSH2	  NBD	  and	  ac-­‐
celerates	  the	  release	  of	  ADP	  from	  that	  site.	  The	  presence	  of	  ATP	  in	  both	  NBD’s	  initiates	  the	  conforma-­‐
tional	  change	  to	  a	  sliding	  clamp.	  This	  releases	  the	  mismatch	  and	  permits	  the	  enzyme	  to	  slide	  along	  the	  
DNA	  and	  to	  recruit	  additional	  repair	  proteins	  (18).	  After	  the	  sliding	  clamp	  slips	  off	  the	  linear	  DNA,	  ATP	  
hydrolysis	  restores	  the	  enzyme	  to	  its	  mismatch	  recognition	  competent	  form	  (13).	  
Several	  crystal	  structures	  of	  MutS	  and	  MSH2-­‐MSH6	  complexed	  with	  DNA	  substrates	  containing	  
A:A,	  G:G,	  C:A,	  G:T,	  mismatches	  as	  well	  as	  a	  single	  T	  insertion	  have	  been	  determined	  (19,	  20,	  1,	  21,	  22).	  
However,	  to	  date	  no	  experimental	  structure	  is	  available	  of	  MSH2-­‐	  MSH6	  bound	  to	  a	  regular	  DNA	  duplex	  
(20,	  21,	  23).	  Remarkably,	  all	  structures	  are	  quite	  similar	  regardless	  of	  the	  nature	  of	  the	  mismatch	  (1,	  20).	  
The	  enzyme	  induces	  a	  kink	  on	  the	  DNA	  of	  45–60	  °	  resulting	  in	  a	  widening	  of	  the	  minor	  groove	  by	  ap-­‐
proximately	  10	  Å	  (20)	  Figure	  3-­‐2.	  Several	  non-­‐specific	  contacts	  are	  observed	  from	  the	  clamp	  domain	  to	  
the	  DNA	  that	  stabilize	  the	  complex	  (20,	  1,	  8).	  MSH6,	  analogous	  to	  S1	  in	  MutS,	  makes	  specific	  contacts	  
with	  the	  DNA	  through	  a	  conserved	  Phe432-­‐X-­‐Glu	  motif	  (20,	  1,	  21,	  23)	  Figure	  3-­‐2.	  The	  conserved	  pheny-­‐
lalanine	  wedges	  into	  the	  DNA	  duplex	  on	  the	  5'	  side	  of	  T	  for	  the	  GT	  mismatched	  duplex	  Figure	  3-­‐3.	  The	  
aromatic	  ring	  stacks	  on	  the	  base	  targeted	  for	  excision,	  which	  depending	  on	  its	  identity	  is	  reoriented	  to	  
allow	  hydrogen	  bond	  formation	  between	  the	  targeted	  base	  (N7	  or	  N3)	  and	  the	  nearby	  conserved	  gluta-­‐
mate	  (19,	  20,	  1,	  22).	  The	  conserved	  phenylalanine	  is	  crucial	  for	  function,	  an	  alanine	  MSH6	  mutant	  looses	  
the	  ability	  to	  bind	  the	  DNA	  substrate,	  while	  mutation	  of	  the	  glutamate	  inhibits	  formation	  of	  the	  sliding	  
clamp	  and	  also	  disrupts	  DNA	  repair	  (8,	  24,	  25).	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3.2 Materials	  and	  methods:	  
For	  completeness	  and	  in	  accordance	  with	  our	  previously	  published	  paper,	  materials	  and	  meth-­‐
ods	  for	  enzyme	  studies	  performed	  by	  our	  collaborators	  Anthony	  Mazurek	  and	  Richard	  Fishel	  are	  in-­‐
cluded.	  
	  
3.2.1 Protein	  purification,	  DNA	  substrate	  preparation,	  ATPase,	  and	  IAsys	  surface	  plasmon	  
resonance	  (SPR)	  assays:	  
hMSH2-­‐hMSH6	  was	  over-­‐expressed	  and	  purified	  as	  previously	  described	  (37).	  All	  oligonucleo-­‐
tides	  were	  synthesized,	  reverse-­‐	  phase	  HPLC	  purified	  (Midland	  Certified	  Reagent	  Company),	  annealed,	  
and	  purified	  as	  previously	  described	  (37).	  DNA	  substrates	  were	  identical	  except	  for	  the	  bases	  immedi-­‐
ately	  flanking	  the	  respective	  mismatch.	  ATPase	  and	  SPR	  analysis	  was	  performed	  as	  previously	  described	  
(37)	  except	  that	  binding	  reactions	  were	  performed	  at	  35	  °C.	  
	  
3.2.2 UV	  thermal	  denaturation:	  
Thermal	  denaturation	  experiments	  were	  performed	  with	  10-­‐mer	  duplexes	  at	  260	  nm	  on	  a	  CARY	  
3E	  spectrophotometer	  (Varian)	  using	  a	  0.4	  °C/min	  temperature	  ramp.	  Melting	  temperatures	  for	  each	  of	  
the	  mismatched	  duplexes	  were	  measured	  at	  10	  µM	  total	  strand	  concentration	  in	  a	  buffer	  comprising	  25	  
mM	  Hepes	  (pH	  7.8),	  100	  mM	  NaCl,	  and	  2	  mM	  MgCl2.	  The	  melting	  constants	  (Tm,	  	  ΔG,	  	  ΔH)	  were	  ob-­‐
tained	  from	  3	  or	  more	  independent	  melting	  curves	  by	  using	  a	  6-­‐parameter	  fitting	  routine	  and	  assuming	  






Ten-­‐mer	  oligonucleotides	  containing	  G/T	  and	  G/A	  mismatches	  in	  the	  AxC	  (2	  x	  3'	  -­‐pyrimidines)	  
and	  CxA	  (2	  x	  3'-­‐purines)	  sequence	  contexts	  were	  prepared	  in	  D2O	  [1.4	  !M	  mismatched	  oligonucleotide,	  
10	  mM	  sodium	  phosphate	  (pH*	  6.6),	  100	  mM	  NaCl,	  5	  mM	  MgCl2]	  and	  H2O	  solutions	  [0.8	  mM	  mis-­‐
matched	  oligonucleotide,	  10	  mM	  sodium	  phosphate	  (pH	  6.40),	  100	  mM	  NaCl,	  5	  mM	  MgCl2].	  For	  the	  ex-­‐
change	  measurements	  in	  H2O	  solutions,	  the	  buffer	  was	  10	  mM	  sodium	  phosphate	  (pH	  8.4),	  100	  mM	  
NaCl;	  ammonia	  was	  added	  from	  a	  stock	  solution	  (1–5	  M).	  
NMR	  experiments	  were	  performed	  at	  298	  K,	  288	  K,	  and	  276	  K	  on	  a	  Bruker	  Avance	  600	  NMR	  
spectrometer	  at	  resonance	  frequencies	  of	  600.1	  (1H)	  and	  242.9	  (31P)	  MHz,	  by	  using	  5-­‐mm	  QXI	  probe	  
heads	  (Bruker).	  The	  acquisition	  and	  processing	  parameters	  for	  the	  experiments	  for	  resonance	  assign-­‐
ment	  are	  analogous	  to	  those	  described	  in	  our	  earlier	  studies	  (38).	  1H	  and	  31P	  spectra	  were	  referenced	  to	  
internal	  DSS	  and	  external	  85%	  H3PO4	  (capillary	  in	  D2O).	  Imino	  proton	  spectra	  were	  obtained	  by	  using	  a	  
jump	  and	  return	  as	  well	  as	  Watergate	  experiment	  at	  lower	  temperatures.	  Assignment	  of	  2D	  spectra	  and	  
NOESY	  cross-­‐peak	  integration	  were	  performed	  using	  SPARKY	  3.33	  (University	  of	  California,	  San	  Fran-­‐
cisco).	  Exchange	  rates	  were	  determined	  from	  imino	  proton	  recovery	  time	  recorded	  as	  a	  function	  of	  the	  
exchange	  catalyst	  concentration	  (NH3)	  and	  obtained	  from	  semi	  selective	  T1	  experiments	  at	  276	  K	  and	  
288	  K,	  using	  1.0-­‐msec	  I	  and	  E	  burp	  pulses	  centered	  in	  the	  imino	  proton	  region	  (32).	  Base-­‐pair	  lifetimes	  
were	  obtained	  from	  a	  plot	  of	  the	  exchange	  time	  vs.	  1	  /	  catalyst	  concentration	  (32).	  
	  
3.3 Results	  /	  discussion:	  
3.3.1 MSH2-­MSH6:	  mismatch	  sequence	  contexts:	  
Recognition	  by	  MSH2-­‐MSH6	  is	  conveniently	  measured	  from	  the	  ATPase	  activity	  in	  linear	  DNA	  
substrates.	  This	  activity	  is	  strongly	  modulated	  by	  the	  sequences	  flanking	  the	  mismatches	  (26,	  9,	  27).	  For	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several	  mismatches	  (G:A,	  G:T,	  and	  G:G)	  the	  MSH2-­‐MSH6	  ATPase	  activity	  is	  enhanced	  by	  symmetric	  3'	  
purine	  bases,	  whereas	  symmetric	  3'	  pyrimidine	  bases	  result	  in	  lower	  ATPase	  activity	  Figure	  3-­‐4.	  These	  
results	  demonstrate	  that	  symmetric	  3'	  purine	  bases	  (e.g.	  5'-­‐CxA-­‐3'	  where	  x	  represents	  the	  mismatched	  
guanine)	  enhance	  recognition	  over	  symmetric	  3'	  pyrimidine	  bases	  (5'-­‐AxC-­‐3')	  (9).	  Similarly	  to	  previous	  
studies,	  differences	  in	  stability	  of	  the	  DNA	  (TM,	  ΔH,	  ΔG)	  do	  not	  rationalize	  the	  observed	  flanking	  se-­‐
quence	  effects	  (TM	  Figure	  3-­‐5)	  (9,	  28,	  29).	  
	  
3.3.2 NMR	  structural	  analysis:	  
The	  potential	  presence	  of	  common	  structural	  features	  was	  explored	  by	  examining	  base	  stacking	  
and	  the	  phosphodiester	  backbone	  conformation	  in	  GT	  and	  GA	  mismatched	  decamers	  by	  NMR.	  The	  se-­‐
lected	  sequence	  context	  AxC	  and	  CxA	  represent	  the	  extremes	  of	  the	  MSH2-­‐MSH6	  ATPase	  activity	  modu-­‐
lation	  (Figure	  3-­‐6)	  (9).	  In	  both	  GT	  and	  GA	  mismatches	  unusual	  phosphorous	  chemical	  shifts	  are	  ob-­‐
served,	  which	  are	  indicative	  of	  nonstandard	  backbone	  conformations	  (Figure	  3-­‐7)	  (30).	  However,	  both	  
poorly	  recognized	  duplexes	  and	  well-­‐recognized	  duplexes	  show	  this	  perturbation,	  which	  is	  therefore	  
unlikely	  the	  cause	  for	  the	  observed	  variation	  in	  ATPase	  activity.	  The	  base	  stacking	  was	  assessed	  from	  
sequential	  base-­‐base	  and	  base-­‐sugar	  (H1')	  distances	  (Figure	  3-­‐8).	  In	  B-­‐DNA	  these	  distances	  are	  short	  and	  
result	  in	  readily	  observable	  nuclear	  Overhauser	  effect	  (NOE)	  contacts.	  For	  the	  duplexes	  with	  GA	  mis-­‐
matches,	  gaps	  and	  markedly	  reduced	  contacts	  were	  observed,	  whereas	  a	  near	  normal	  network	  was	  ob-­‐
tained	  for	  both	  GT	  sequences.	  The	  GA	  mismatch	  in	  the	  CxA	  context	  is	  particularly	  perturbed	  as	  evi-­‐
denced	  by	  missing	  contacts	  in	  both	  strands,	  while	  the	  AxC	  top	  strand	  exhibits	  normal	  base–base	  dis-­‐
tances	  (Figure	  3-­‐8).	  Consequently,	  these	  features	  do	  not	  rationalize	  the	  observed	  ATPase	  modulation.	  
The	  reduced	  or	  missing	  contacts	  are	  either	  the	  result	  of	  structural	  distortions,	  or	  alternatively	  from	  
flexibility.	  As	  the	  majority	  of	  the	  phosphorous	  chemical	  shifts	  are	  indicative	  of	  a	  regular	  B	  helix	  confor-­‐
mation,	  flexibility	  is	  a	  more	  likely	  explanation	  than	  drastic	  global	  structural	  changes.	  This	  is	  also	  sup-­‐
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ported	  by	  the	  observation	  of	  complete	  base	  pairing	  for	  all	  four	  duplexes	  (Figure	  3-­‐9).	  Furthermore,	  close	  
examination	  of	  the	  NMR	  spectra	  revealed	  the	  presence	  of	  exchange-­‐broadened	  peaks	  for	  the	  flanking	  
sequence	  of	  both	  GA	  and	  GT	  mismatches	  but	  only	  for	  the	  AxC	  sequence	  context	  (9).	  A	  previous	  13C	  NMR	  
study	  of	  a	  GT	  mismatch	  provided	  evidence	  for	  high-­‐frequency	  motion	  of	  the	  mismatched	  residues	  in	  the	  
picoseconds	  to	  nanoseconds	  timescale	  while	  the	  flanking	  sequences	  behaved	  similar	  to	  the	  control	  (31).	  
However,	  different	  flanking	  sequences	  were	  not	  considered	  in	  that	  study.	  
	  
3.3.3 Molecular	  dynamic	  simulations:	  
Sequence	  context	  effects	  on	  flexibility	  were	  examined	  by	  30	  ns	  MD	  simulations	  of	  the	  NMR	  se-­‐
quences	  (Table	  3-­‐2).	  The	  mobility	  of	  individual	  residues	  was	  monitored	  from	  their	  root	  mean	  square	  de-­‐
viation	  (RMSD)	  bandwidth	  and	  compared	  with	  a	  control	  duplex	  containing	  a	  GC	  base	  pair	  in	  place	  of	  a	  
mismatch.	  This	  analysis	  showed	  that	  the	  mismatched	  residues	  exhibit	  larger	  fluctuations	  in	  the	  CxA	  se-­‐
quence	  context	  compared	  with	  AxC	  or	  control	  duplexes.	  These	  observations	  suggest	  that	  longer	  times-­‐
cale	  simulations	  or	  preferably	  experimental	  measurements	  are	  required	  to	  establish	  flanking	  sequence	  
effects	  on	  the	  mismatch	  dynamics.	  
	  
3.3.4 Base	  pair	  dynamics:	  	   	  
Base	  pair	  lifetimes	  obtained	  from	  the	  imino	  protons	  provide	  a	  convenient	  monitor	  of	  dynamics	  
on	  the	  millisecond	  time	  scale.	  The	  exchange	  of	  an	  imino	  proton	  with	  water	  can	  be	  accelerated	  by	  a	  cata-­‐
lyst,	  which	  results	  in	  a	  reduction	  of	  the	  signal	  intensity	  for	  base	  pairs	  that	  are	  more	  open	  (Figure	  3-­‐10	  
and	  Figure	  3-­‐11)	  (32,	  33).	  Watson	  Crick	  G:C	  and	  A:T	  base	  pairs	  have	  lifetimes	  of	  40–60	  ms	  and	  5–20	  ms	  
respectively,	  while	  for	  mismatched	  bases	  this	  is	  reduced	  to	  less	  than	  1	  ms	  (9,	  29,	  32,	  33).	  Interestingly,	  
base	  pairs	  6–15	  and	  7–14	  are	  quite	  labile	  and	  destabilized	  in	  the	  CxA	  sequence	  context.	  In	  contrast	  for	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the	  AxC	  environment	  the	  same	  base	  pairs	  are	  least	  labile	  as	  indicated	  by	  the	  blue	  color	  (Figure	  3-­‐12).	  
This	  demonstrates	  that	  the	  flanking	  sequences	  together	  with	  the	  mismatch	  create	  a	  dynamic	  bubble	  
which	  in	  turn	  makes	  the	  DNA	  more	  accessible.	  It	  is	  at	  this	  location	  that	  the	  conserved	  Phe432	  interca-­‐
lates	  in	  the	  DNA	  between	  base	  pairs	  6-­‐15	  and	  the	  mismatched	  bases	  5–16	  (1).	  Other	  DNA-­‐binding	  pro-­‐
teins	  for	  example,	  MutM,	  also	  utilize	  an	  intercalating	  phenylalanine	  to	  help	  distinguish	  potential	  target	  
sites	  (34,	  35).	  Flanking	  sequence	  effects	  are	  not	  uncommon,	  the	  TATA	  box-­‐binding	  protein	  employs	  two	  
phenylalanines	  to	  intercalate	  DNA.	  Binding	  is	  strongly	  affected	  by	  the	  flanking	  sequences	  which	  modu-­‐
late	  the	  base	  stacking	  of	  the	  target	  site	  and	  therefore	  the	  energy	  landscape	  for	  intercalation	  (36).	  
We	  speculate	  that	  differences	  in	  dynamics,	  observed	  in	  the	  free	  DNA,	  are	  contributing	  to	  the	  
flanking	  sequence	  effects	  on	  recognition	  by	  MSH2-­‐MSH6.	  In	  addition	  this	  also	  suggests	  that	  next	  nearest	  
neighboring	  base	  pairs	  would	  also	  contribute	  to	  the	  recognition.	  These	  studies	  are	  currently	  being	  ex-­‐










Figure	  3-­‐1	  MSH2	  (grey)	  MSH6	  (cyan)	  forms	  a	  clamp	  around	  the	  DNA	  substrate	  (red)	  upon	  locat-­‐











Figure	  3-­‐2.	  MSH2-­‐MSH6	  (light	  grey)	  contacts	  a	  GT	  mismatch	  through	  a	  conserved	  Phe-­‐X-­‐Glue	  
motif	  (green	  surface	  with	  Phe	  427	  highlighted	  in	  licorice).	  The	  representative	  figure	  was	  constructed	  










Figure	  3-­‐3.	  The	  Phe	  427	  (green	  licorice)	  of	  MSH6	  wedges	  into	  the	  DNA	  duplex	  and	  stacks	  on	  the	  
5'	  side	  of	  the	  mismatched	  base	  targeted	  for	  removal	  (GT	  mismatched	  base	  pair	  show	  in	  red).	  Warren	  et	  












Figure	  3-­‐4.	  Upon	  binding	  a	  DNA	  substrate	  containing	  a	  mismatch	  (41mer)	  MSH2-­‐MSH6	  transi-­‐
tions	  to	  a	  sliding	  clamp.	  Given	  the	  enzyme	  is	  ~	  55	  Å	  in	  width,	  it	  quickly	  slides	  off	  the	  end	  of	  the	  substrate	  
(~	  150Å	  in	  length).	  At	  this	  time	  hydrolysis	  of	  ATP	  to	  ADP	  results	  in	  returning	  MSH2MSH6	  to	  the	  mis-­‐
match	  binding	  competent	  form.	  Kcat	  (turn	  over)	  provides	  a	  convenient	  means	  for	  assessing	  mismatch	  
recognition.	  Examination	  of	  96	  substrates	  reveals	  the	  following	  trend;	  symmetric	  3'	  purines	  (red)	  en-­‐
hance	  recognition	  where	  as	  symmetric	  3'	  pyrimidines	  hamper	  (blue).	  	  Shown	  on	  the	  left	  are	  examples	  of	  


































Figure	  3-­‐5.	  Melting	  temperature	  studies	  for	  eight	  mismatches	  containing	  varying	  flanking	  se-­‐
quences.	  Shown	  In	  red	  are	  mismatches	  surrounded	  by	  symmetric	  purines	  (CxA),	  in	  blue	  are	  3'	  symmetric	  
pyrimidines	  (AxC).	  G/T*	  samples	  were	  GxC	  (blue)	  and	  CxG	  (red).	  Error	  bars	  are	  shown	  as	  lines	  ,	  however	  








Figure	  3-­‐6.	  System	  design	  for	  investigation,	  only	  3'	  symmetric	  purines	  (red)	  and	  3'	  symmetric	  
pyrimidines	  (blue)	  for	  GT	  and	  GA	  mismatches	  were	  investigated	  as	  these	  represented	  the	  extremes	  of	  
enzyme	  modulation.	  DNA	  duplexes	  (10mers)	  were	  purchased	  from	  Integrated	  DNA	  Technology	  and	  de-­‐
protected	  in	  14.3	  N	  NH3OH	  at	  55°	  C	  for	  14	  hrs.	  Samples	  were	  then	  lyophilized	  2x	  followed	  by	  addition	  of	  
Na+	  to	  exchange	  impurities	  from	  the	  backbone	  and	  desalted	  by	  size	  exclusion.	  Single	  strands	  were	  quan-­‐
tified	  using	  extinction	  coefficients	  derived	  from	  the	  sum	  of	  mononucleotides,	  absorbance	  at	  260	  nm,	  




























Figure	  3-­‐7.	  31P	  spectra	  provide	  a	  convenient	  means	  for	  assessing	  the	  nucleic	  acid	  backbone.	  
Typical	  B	  type	  nucleic	  acid	  helices	  display	  chemical	  shifts	  between	  0	  and	  -­‐2	  ppm	  (referenced	  to	  external	  
H3PO4).	  An	  unusual	  perturbation	  is	  observed	  in	  two	  of	  the	  samples,	  and	  is	  likely	  the	  result	  of	  an	  abnor-­‐











G1 T2 T3 C4 G5 A6 G7 A8 C9 G10
C20 A19 A18 G17 A16 T15 C14 T13 G12 C11
G1 T2 T3 C4 G5 A6 G7 A8 C9 G10








G1 T2 T3 A4 G5 C6 G7 A8 C9 G10
C20 A19 A18 T17 T16 G15 C14 T13 G12 C11
G1 T2 T3 A4 G5 C6 G7 A8 C9 G10







Figure	  3-­‐8.	  Example	  diagram	  of	  DNA	  base	  to	  base	  NOE	  connectivity	  (shown	  on	  left).	  Cross	  peaks	  
are	  normally	  observed	  for	  protons	  that	  are	  located	  within	  5	  Å	  of	  each	  other.	  Typical	  B	  type	  helices	  dis-­‐
play	  a	  cross	  peak	  for	  each	  red	  arrow.	  Shown	  on	  the	  right	  is	  a	  summary	  of	  the	  observed	  base	  to	  base	  
cross	  peaks	  for	  each	  of	  the	  mismatched	  samples	  investigated.	  Solid	  black	  lines	  indicate	  expected	  intensi-­‐
ties	  for	  a	  typical	  DNA	  duplex,	  dashed	  orange	  lines	  represent	  cross	  peaks	  with	  reduced	  intensities,	  and	  









G1 T2 T3 C4 G5 A6 G7 A8 C9 G10
C20 A19 A18 G17 A16 T15 C14 T13 G12 C11
G1 T2 T3 A4 G5 C6 G7 A8 C9 G10







G1 T2 T3 C4 G5 A6 G7 A8 C9 G10
C20 A19 A18 G17 T16 T15 C14 T13 G12 C11
G1 T2 T3 A4 G5 C6 G7 A8 C9 G10








Figure	  3-­‐9.	  Imino	  proton	  spectra	  (276	  K)	  for	  GT	  and	  GA	  mismatches.	  Imino	  protons	  from	  mis-­‐

















Figure	  3-­‐10.	  Formation	  of	  a	  base	  pair	  restricts	  the	  exchange	  of	  an	  imino	  proton	  (shown	  in	  red)	  
with	  the	  solvent	  allowing	  for	  detection	  by	  NMR.	  The	  base	  pair	  lifetime	  is	  effected	  by	  two	  events;	  the	  
base	  opening	  rate	  and	  exchange	  with	  the	  solvent.	  Addition	  of	  a	  catalyst	  accelerates	  the	  exchange	  of	  the	  
imino	  proton	  (shown	  in	  red)	  with	  the	  solvent.	  At	  the	  limit	  of	  infinite	  catalyst	  concentration	  each	  base	  
opening	  event	  results	  in	  an	  instantaneous	  exchange	  with	  the	  solvent	  thus	  allowing	  for	  the	  estimation	  of	  












Figure	  3-­‐11.	  Imino	  proton	  spectra	  for	  a	  GT	  (left)	  and	  GA	  (right)	  mismatch	  flanked	  by	  symmetric	  
3'	  pyrimidines.	  Sharp	  peaks	  are	  observed	  for	  the	  G	  and	  T	  imino	  protons	  of	  the	  GT	  mismatch	  as	  well	  as	  
the	  G	  of	  the	  GA	  mismatch	  as	  expected.	  Addition	  of	  a	  catalyst	  accelerates	  exchange	  with	  the	  solvent	  (up-­‐
per	  spectra).	  With	  this	  experiment	  we	  are	  able	  to	  determine	  base	  pair	  lifetimes	  between	  5	  and	  50	  ms.	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Figure	  3-­‐12.	  Summary	  of	  base	  pair	  lifetimes	  for	  GA	  and	  GT	  mismatches.	  Multiple	  temperature	  
and	  pH	  conditions	  were	  required	  to	  determine	  all	  base	  pair	  lifetimes.	  Both	  mismatches	  exhibit	  longer	  
base	  pair	  lifetimes	  when	  flanked	  by	  3'	  symmetric	  purines	  (blue)	  for	  bases	  in	  the	  6/15	  and	  7/14	  positions	  
























Table	  3-­‐1.	  Key	  enzymes	  and	  functions	  in	  E.	  coli	  and	  mammalian	  mismatch	  repair.	  Table	  adapted	  




E. coli Function Mammalian Function 
MutS Recognition and binding of  mismatches MSH2/MSH6 (MutS!) 
Recognition and binding of   
mismatches and small  
IDLs (< 2 nucleotides) 
- - MSH2/MSH3 (MutS") Recognition of longer IDLs  (> 2 < 16 nucleotides) 
MutL 
Match maker protein recruitment of 
MutH & involvement with loading 
helicase and  polymerase 
MLH1/PMS2 (MutL!) 
Nicking defective strand, recruitment 
and coordinating RFC, exonucleases, 
and polymerase 
- - MLH1/MLH3 (MutL#) No known function 
MutH Nicking unmethylated strand - - 
#-$ Loads " clamp onto DNA RFC 
Loads PCNA at nicked site 
Directionality of loading modulates 
excision polarity 
"-clamp 
Stabilizes MutS,  
possible involvement with  
locating  mismatch sites 
PCNA 
Encircles DNA and tethers 
replication machinery increasing 
poly $ processivity 
Imparts 3'-5' excision ability to Exo I 
Serves as landing pad for other 
proteins 
Helicase II Unwinds DNA - - 
SSB Assists helicase II in unwinding - - 
Exo I, X 3' % 5' excision Exo I Excision of defective strand 
Exo VII 5' % 3' and 3' % 5' excision - - 
Rec J. 5' % 3' excision - - 
- - RPA Attenuates ExoI activity 
DNA 




Table	  3-­‐2.	  Molecular	  dynamic	  stimulations	  of	  DNA	  decamers	  containing	  a	  GT	  or	  GA.	  Standard	  
deviation	  of	  the	  R.M.S.D	  for	  all	  heavy	  atoms	  contained	  each	  nucleotide	  for	  each	  mismatch.	  Simulations	  
carried	  out	  in	  AMBER	  9.0	  utilizing	  the	  parm99	  force	  field.	  Duplexes	  were	  solvated	  in	  TIP3P	  water	  in	  a	  box	  
with	  at	  least	  8	  Å	  from	  the	  edge	  of	  the	  solute	  to	  the	  edge	  of	  the	  box	  (~	  3200	  molecules,)	  for	  30	  ns	  at	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4 DNA	  sequence	  context	  conceals	  α 	  anomeric	  lesions	  
4.1 Preface:	  
Enzyme	  processing	  experiments	  were	  performed	  by	  our	  collaborator	  Richard	  Cunningham	  at	  
SUNY	  Albany.	  	  
4.2 Abstract:	  
DNA	  sequence	  context	  has	  long	  been	  known	  to	  modulate	  detection	  and	  repair	  of	  DNA	  damage.	  	  	  
Recent	  studies	  using	  experimental	  and	  computational	  approaches	  have	  sought	  to	  provide	  a	  rational	  ba-­‐
sis	  for	  this	  observation.	  	  	  We	  have	  previously	  shown	  that	  an	  alpha	  anomeric	  adenosine	  flanked	  by	  cyto-­‐
sine	  	  (5'CαAC-­‐3')	  resulted	  in	  a	  kinked	  DNA	  duplex	  with	  an	  enlarged	  minor	  groove.	  	  These	  traits	  are	  
thought	  to	  facilitate	  recognition	  by	  endonuclease	  IV.	  	  	  Comparing	  different	  flanking	  sequences	  revealed	  
that	  a	  DNA	  duplex	  containing	  a	  5'CαAG-­‐3'	  motif	  exhibits	  unique	  substrate	  properties.	  	  However,	  this	  
substrate	  did	  not	  distinguish	  itself	  by	  unusual	  thermodynamic	  properties	  from	  other	  flanking	  sequences.	  	  
To	  understand	  the	  structural	  basis	  of	  the	  altered	  recognition	  we	  have	  determined	  the	  solution	  structure	  
of	  a	  decamer	  DNA	  duplex	  with	  a	  5'CαAG-­‐3'	  core	  using	  an	  extensive	  set	  of	  restraints	  including	  dipolar	  
couplings	  and	  backbone	  torsion	  angles.	  	  The	  final	  NMR	  structure	  exhibits	  an	  excellent	  agreement	  with	  
the	  data	  (Rx	  <	  5.3%).	  	  The	  αA	  base	  is	  stacked	  intrahelical	  in	  a	  reverse	  Watson	  orientation	  and	  forms	  a	  
weak	  base	  pair	  with	  a	  thymine	  of	  the	  opposite	  strand.	  	  	  In	  comparison	  to	  the	  DNA	  duplex	  with	  a	  5'CαAC-­‐
3'	  core	  we	  observe	  a	  significant	  reduction	  of	  the	  local	  perturbation	  (backbone,	  stacking,	  tilt,	  roll	  and	  
twist)	  resulting	  in	  a	  straight	  DNA	  with	  narrower	  minor	  groove.	  	  Over	  all	  these	  features	  result	  in	  a	  less	  
perturbed	  DNA	  helix	  and	  conceal	  the	  presence	  and	  location	  of	  the	  lesion.	  	  In	  addition	  the	  improved	  
stacking	  also	  affects	  the	  energetics	  of	  the	  DNA	  deformation	  required	  to	  form	  a	  catalytically	  competent	  
complex.	  This	  provides	  a	  rational	  for	  the	  modulation	  of	  the	  recognition	  by	  endonuclease	  IV.	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4.3 Introduction:	  
DNA	  is	  constantly	  under	  attack	  from	  external	  and	  internal	  agents.	  	  The	  sequence	  integrity	  must	  
be	  preserved	  to	  maintain	  normal	  cellular	  function.	  	  Bulky	  adducts	  or	  double	  strand	  breaks	  grossly	  de-­‐
form	  a	  DNA	  duplex	  which	  provides	  an	  noticeable	  signal	  for	  detection	  and	  subsequent	  repair.	  	  Other	  
types	  of	  damage	  such	  as	  abasic	  lesions	  and	  α	  anomeric	  lesions	  are	  minimally	  intrusive	  and	  only	  slightly	  
perturb	  the	  DNA	  duplex	  (1).	  	  This	  makes	  their	  recognition	  more	  challenging	  because	  it	  requires	  the	  re-­‐
pair	  enzyme	  to	  be	  sensitive	  to	  relatively	  subtle	  structural	  changes.	  	  	  
On	  such	  form	  of	  damage	  are	  α	  anomeric	  deoxyribose	  lesions	  (8).	  	  This	  type	  of	  lesion	  is	  gener-­‐
ated	  by	  the	  abstraction	  of	  the	  anomeric	  hydrogen	  by	  a	  hydroxyl	  radical	  under	  anaerobic	  conditions	  po-­‐
tentially	  resulting	  in	  the	  inversion	  of	  the	  base	  at	  the	  C1'	  position	  (Figure	  4-­‐1)	  (2)	  (1).	  It	  has	  been	  shown	  
that	  α	  anomeric	  adenosine	  (αA)	  is	  mutagenic	  and	  directs	  the	  incorporation	  of	  dC,	  dA,	  or	  dT	  during	  repli-­‐
cation	  in	  vitro	  (3)	  (1).	  	  In	  vivo	  the	  lesion	  results	  in	  a	  single	  nucleotide	  deletion;	  there	  is	  also	  evidence	  that	  
flanking	  sequences	  modulate	  the	  bypass	  property	  of	  polymerase	  I	  (2).	  	  
Endonuclease	  IV,	  a	  damage	  general	  enzyme	  in	  bacteria,	  processes	  abasic	  damage.	  	  	  In	  addition,	  
it	  also	  recognizes	  and	  processes	  α	  anomeric	  lesions	  (3)	  (2).	  	  These	  attributes	  have	  been	  preserved	  in	  
the	  mammalian	  enzyme	  APE-­‐1.	  (1).	  	  To	  date	  α	  anomeric	  lesions	  have	  not	  been	  detected	  in	  mammals.	  	  
However,	  tumor	  cells	  thrive	  in	  hypoxic	  environments,	  and	  with	  radiation	  treatments	  the	  conditions	  to	  
promote	  such	  damage	  are	  present	  (4)	  (1).	  	  Combined	  with	  the	  observation	  that	  the	  repair	  machinery	  for	  
α	  anomeric	  damage	  is	  conserved	  in	  mammalian	  cells,	  this	  may	  suggest	  a	  biological	  significance	  (1).	  	  
The	  crystal	  structure	  of	  endonuclease	  IV	  with	  an	  abasic	  substrate	  provides	  insight	  into	  how	  the	  
enzyme	  processes	  abasic	  damage.	  	  A	  loop	  containing	  a	  conserved	  Arg	  is	  inserted	  into	  the	  enlarged	  DNA	  
minor	  groove	  and	  a	  90O	  kink	  is	  induced	  in	  the	  DNA	  at	  the	  point	  of	  the	  lesion	  (Figure	  4-­‐1)	  (5).	  	  	  
As	  stated	  earlier,	  Endonuclease	  IV	  has	  the	  ability	  to	  process	  α	  anomeric	  damage;	  this	  was	  ra-­‐
tionalized	  by	  modeling	  which	  showed	  that	  an	  α	  anomeric	  nucleotide	  fits	  into	  the	  enzyme	  binding	  pocket	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but	  a	  normal	  β	  anomeric	  nucleotide	  does	  not	  (Figure	  4-­‐1)	  (1).	  	  The	  solution	  structure	  of	  a	  DNA	  duplex	  
containing	  a	  single	  αA	  flanked	  by	  cytosines	  shows	  αA	  stacked	  inside	  the	  helix.	  	  However,	  this	  is	  achieved	  
at	  the	  expense	  of	  enlarging	  the	  minor	  groove	  and	  creating	  a	  kink	  into	  the	  major	  groove	  at	  the	  lesion	  (6).	  	  
Both	  the	  kink	  and	  the	  opening	  of	  the	  minor	  groove	  in	  the	  substrate	  are	  likely	  to	  facilitate	  access	  and	  ini-­‐
tial	  recognition	  by	  the	  endonuclease	  IV	  aiding	  in	  the	  formation	  of	  the	  catalytically	  competent	  complex.	  	  
In	  addition	  to	  the	  nature	  of	  the	  damage,	  the	  sequence	  context	  is	  known	  to	  modulate	  damage	  
recognition	  and	  processing.	  	  For	  example,	  mismatch	  detection	  by	  MSH2-­‐MSH6	  is	  altered	  by	  the	  nearest	  
neighbor	  sequence	  context	  (7).	  	  Flanking	  sequence	  effects	  have	  also	  been	  observed	  for	  NER	  incision	  of	  a	  
beno[a]pyrene	  lesion	  (8).	  	  The	  structural	  and	  dynamic	  effects	  of	  sequence	  context	  on	  biological	  events	  
have	  gained	  more	  prominence	  as	  evidenced	  by	  recent	  molecular	  dynamics	  simulations	  (9).	  	  
Here	  we	  present	  a	  high-­‐resolution	  NMR	  structure	  of	  a	  DNA	  decamer	  duplex	  containing	  a	  single	  
αA	  contained	  in	  a	  CαAG	  motif	  to	  investigate	  flanking	  sequence	  effects	  on	  structural	  features	  that	  modu-­‐
late	  endonuclease	  IV	  activity	  (Figure	  4-­‐2).	  Examination	  of	  the	  structural	  detail	  of	  DNA	  duplex	  with	  a	  sin-­‐
gle	  αA	  lesion	  suggests	  that	  the	  minor	  groove	  topology	  and	  kink	  is	  dependent	  on	  the	  surrounding	  se-­‐
quence;	  this	  is	  expected	  to	  alter	  recognition.	  	  An	  in	  depth	  comparison	  of	  substrate	  topology	  and	  struc-­‐
ture,	  between	  our	  previously	  published	  CαAC	  structure,	  the	  current	  CαAG	  structure,	  and	  an	  ideal	  B	  heli-­‐
cal	  DNA	  model,	  provides	  an	  explanation	  for	  the	  observed	  modulation	  of	  endonuclease	  IV	  activity.	  	  
	  
4.4 Materials	  and	  Methods:	  
	  
4.4.1 DNA	  Synthesis	  and	  Purification:	  	  
Standard	  DNA	  phosphoamidites	  were	  purchased	  from	  Glen	  Research	  and	  α	  anomeric	  adenosine	  was	  
purchased	  from	  Chem	  Genes	  Corp.	  Single	  strands	  (10	  mers)	  were	  synthesized	  on	  an	  Applied	  Biosystems	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391	  DNA	  Synthesizer	  PCR	  MATE	  using	  a	  64	  step	  (1.0	  µ	  mole)	  method.	  Products	  were	  cleaved	  and	  de-­‐
protected	  by	  incubation	  in	  14.3	  N	  NH4OH	  at	  60
	  CO	  for	  12	  hrs.	  	  Samples	  were	  lyophilized,	  and	  purified	  by	  
ion	  exchange	  (and	  size	  exclusion	  chromatography.	  Duplexes	  were	  prepared	  using	  extinction	  coefficients	  
derived	  from	  the	  sum	  of	  mononucleotides	  (absorbance	  at	  260	  nm,	  80°C,	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate)	  
as	  described	  in	  our	  previous	  work	  (6).	  For	  all	  NMR	  experiments,	  samples	  were	  prepared	  in:	  10	  mM	  so-­‐
dium	  phosphate,	  50	  mM	  NaCl,	  and	  0.3	  mM	  ethylenediaminetetraacetic	  acid	  (EDTA).	  Water	  samples	  
(90/10	  %	  H2O/D2O)	  were	  100	  mM	  DNA	  duplex	  at	  pH	  6.6.	  Samples	  in	  D2O	  were	  	  ~	  0.75	  mM	  DNA	  duplex	  at	  
pH*	  7.05.	  For	  residual	  dipolar	  coupling	  experiments,	  pf1	  bacterial	  phage	  was	  purchased	  from	  Asla	  and	  
prepared	  as	  previously	  described	  (6).	  The	  0.75	  mM	  duplex	  sample	  was	  divided	  into	  two	  aliquots	  and	  ap-­‐
propriate	  salt	  and	  buffer	  were	  added	  to	  return	  to	  previous	  conditions.	  Prepared	  pf1	  (~	  38	  mg	  /	  ml)	  was	  
added	  to	  one	  of	  the	  samples	  (~	  0.4	  mM	  DNA	  duplex)	  and	  a	  deuterium	  splitting	  of	  18.3	  Hz	  was	  observed	  
at	  298	  K.	  	  
	  
4.4.2 Enzyme	  Activity	  and	  Processing:	  	  
	   E.	  coli	  endonuclease	  IV	  was	  expressed	  and	  purified	  as	  described	  in	  Beger	  et.	  al.	  (10).	  The	  αA	  was	  
radioactively	  labeled	  with	  [32P]	  ATP,	  processed	  by	  endonuclease	  IV,	  and	  quantified	  by	  electrophoresis	  as	  
previously	  described	  (6).	  
 
4.4.3 Melting	  Temperature	  Studies:	  
	   	  TM	  values	  were	  derived	  from	  a	  six	  parameter	  fit	  of	  UV	  melting	  curves	  for	  a	  series	  of	  concentra-­‐
tions	  ranging	  from	  7	  µM	  –	  102	  µM	  DNA	  duplex.	  The	  enthalpy	  was	  obtained	  from	  the	  concentration	  de-­‐
pendence	  of	  the	  TM	  values	  and	  entropy.	  ΔS	  and	  TM	  (10	  µM	  CT)	  were	  calculated	  using	  an	  equation	  for	  the	  
biomolecular	  association	  of	  non-­‐self	  complementary	  strands	  as	  previously	  described	  (11).	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4.4.4 NMR	  Spectroscopy:	  
	    NMR	  experiments	  were	  performed	  on	  a	  Bruker	  Avance	  500	  spectrometer,	  equipped	  with	  a	  
cryo-­‐probe	  and	  a	  Bruker	  Avance	  600	  spectrometer,	  utilizing	  5mm	  IDTG-­‐600	  triple	  resonance	  (Nalorac	  
Corp)	  and	  broadband	  inverse	  Bruker	  probe	  heads.	  Acquisition	  and	  processing	  parameters	  are	  similar	  to	  
those	  described	  in	  earlier	  studies	  (6)	  with	  the	  following	  variables.	  For	  experiments	  in	  D2O:	  NOESY	  spec-­‐
tra	  were	  collected	  with	  mixing	  times	  of	  75	  ms,	  125	  ms,	  and	  250ms	  with	  an	  8	  sec	  delay	  to	  ensure	  com-­‐
plete	  relaxation,	  1H	  -­‐	  31P	  correlation	  (HPCOR)	  (12)	  spectra	  were	  strip	  transformed	  and	  processed	  with	  a	  
shifted	  sine	  bell	  multiplication	  in	  both	  dimensions	  (SSB	  =	  2).	  	  For	  water	  experiments,	  a	  1-­‐1	  jump	  and	  re-­‐
turn,	  and	  a	  1-­‐1	  jump	  and	  return	  NOESY	  with	  a	  150	  ms	  mixing	  time	  were	  used	  with	  a	  0.3	  s	  delay	  at	  298	  K	  
and	  280	  K.	  Assignment	  and	  integration	  of	  2D	  spectra	  were	  done	  using	  SPARKY	  3.33	  UCSF	  (13).	  1H	  and	  31P	  
were	  referenced	  to	  internal	  DSS	  and	  external	  85%	  H3PO4	  (capillary	  in	  D2O).	  Constant	  time	  NOESY	  (CT	  
NOESY)	  (14)	  experiments	  were	  collected	  using	  a	  12	  ms	  REBURP	  pulse	  to	  select	  the	  sugar	  (H3’)	  region. 
Heteronuclear	  f2	  coupled	  13C	  –	  1H	  (HSQC)	  spectra	  were	  recorded	  for	  sugars	  (13C	  range	  65	  –	  105	  ppm)	  
and	  bases	  (13C	  range	  125	  –	  175	  ppm)	  in	  the	  presence	  and	  absence	  of	  pf1	  phage. 	  
 
4.4.5 Starting	  Structure:	  	  	  
	   A	  standard	  B	  helical	  DNA	  duplex	  was	  constructed	  in	  NUCGEN	  (Amber	  9.0)	  (15)	  .	  Using	  Xleap,	  A5	  
was	  modified	  to	  αA	  (inversion	  of	  the	  base	  and	  H1’	  at	  the	  C1’	  position).	  Sodium	  ions	  were	  added	  to	  neu-­‐
tralize	  the	  phosphodiester	  backbone,	  and	  the	  system	  was	  solvated	  in	  a	  box	  with	  at	  least	  8.0	  Å	  from	  the	  
edge	  of	  the	  solute	  to	  the	  edge	  of	  a	  box	  with	  ~	  3200	  TIP3P	  water	  molecules.	  No	  additional	  modifications	  





4.4.6 Structure	  Determination:	  
	  	  	   1H	  resonances	  were	  assigned	  via	  2D	  1H	  NOESY	  pathways	  with	  the	  assistance	  of	  TOCSY	  spectra.	  
31P	  resonances	  were	  assigned	  based	  on	  HPCOR	  experiments.	  NOESY	  cross	  peak	  volumes	  were	  integrated	  
in	  SPARKY(13)	  using	  a	  Gaussian	  or	  Sum	  Over	  Box	  method.	  A	  percentage	  error	  was	  manually	  assigned	  
based	  on	  visual	  inspection	  of	  a	  projected	  cross	  slice	  overlaid	  with	  the	  integral	  trace.	  For	  unresolved	  
peaks	  a	  Sum	  Over	  Box	  integration	  method	  was	  used	  and	  a	  higher	  percentage	  error	  was	  assigned.	  Quan-­‐
titative	  distance	  restraints	  were	  derived	  using	  an	  iterative	  RANDMARDI	  procedure	  using	  COMRA,	  MAR-­‐
DIGRAS	  and	  AMBER	  cycles,	  as	  described	  previously	  (16)	  .	  Rx	  values	  were	  calculated	  in	  CORMA	  using	  cor-­‐
relation	  times	  (τC)	  2.5	  ns,	  3.2	  ns,	  3.5	  ns	  and	  4.0	  ns	  for	  base	  and	  sugar	  protons.	  The	  overall	  lowest	  values	  
were	  obtained	  for	  τC	  =	  3.2	  ns.	  DNA	  sugar	  pucker	  and	  pseudorotation	  angles	  were	  assed	  using	  a	  graphical	  
method	  from	  the	  Altona	  lab	  (17)	  .	  3JH1’-­‐H2’1,	  
3JH1’-­‐H2’2,	  
3JH1’-­‐H3’,	  ∑	  H1’	  and	  ∑	  JH3’	  were	  measured	  from	  
31P	  de-­‐
coupled	  low	  flip	  angle	  COSY	  and	  DQF	  COSY	  experiments.	  Pseudorotation	  angles	  were	  derived	  for	  the	  
dominant	  form	  of	  each	  deoxyribose	  and	  converted	  to	  torsion	  angle	  NMR	  restraints	  using	  the	  PUCKER	  
script	  from	  Amber	  9.0.	  	  
Backbone	  ε	  torsion	  restraints	  were	  calculated	  based	  on	  the	  ratio	  of	  peak	  heights	  from	  CT	  NOESY	  
experiments	  (31P	  coupled	  vs.	  decoupled)	  as	  described	  in	  Bax	  et	  al.	  (14).	  Broad	  backbone	  torsion	  angle	  
restrains	  for	  α,	  β,	  γ,	  and	  ζ,	  were	  generate	  for	  nucleotides	  with	  typical	  B	  type	  helix	  31P	  chemical	  shifts	  us-­‐
ing	  standard	  values	  for	  a	  B	  type	  DNA	  helix	  (18).	  	  
Residual	  Dipolar	  Coupling	  (RDC)	  restraints	  were	  derived	  from	  1J13C-­‐
1
H	  values	  measured	  in	  the	  f2	  
dimension	  in	  the	  presence	  and	  absence	  of	  pf1	  (Δ1J13C-­‐
1
H	  values	  ranged	  from	  -­‐2.7	  to	  +14.1	  Hz).	  RDC	  re-­‐
straints	  were	  implemented	  as	  previously	  described	  (16).	  	  Fully	  restrained	  (including	  RDC)	  solvated	  mo-­‐
lecular	  dynamic	  simulations	  were	  run	  for	  10	  ns	  using	  a	  parm99	  force	  field.	  Final	  ensembles	  were	  gener-­‐
ated	  by	  sampling	  1	  structure	  /	  ps	  at	  the	  end	  of	  the	  simulation	  followed	  by	  individual	  fully	  restrained	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minimization	  (rEM).	  The	  final	  structure	  was	  selected	  based	  on	  overall	  lowest	  restraint	  violations,	  and	  
structural	  parameters	  were	  measured	  using	  CURVES	  5.1	  (19).	  
  
4.4.7 Molecular	  Dynamic	  Simulations:	  	  	  
	   MD	  simulations	  were	  conducted	  for	  each	  damaged	  duplex	  using	  the	  parmbsc0	  (20)	  and	  the	  
parm99	  force	  field.	  Simulations	  were	  started	  using	  the	  final	  structures	  for	  the	  CαAC	  (Aramini	  et	  al.	  2004)	  
and	  CαAG	  DNA	  duplexes.	  R.M.S.D	  values	  were	  measured	  for	  the	  heavy	  atoms	  of	  the	  sugars	  and	  bases	  




4.5.1 Enzyme	  activity	  and	  processing:	  	  	  
Flanking	  sequence	  effects	  on	  recognition	  and	  processing	  of	  an	  αA	  lesion	  by	  endonuclease	  IV	  were	  inves-­‐
tigated	  by	  measuring	  hydrolysis	  of	  the	  DNA	  backbone.	  DNA	  duplexes	  were	  19	  base	  pairs	  in	  length	  and	  
contained	  a	  central	  αA	  lesion	  surrounded	  by	  various	  flanking	  sequence	  constructs.	  All	  samples	  contain-­‐
ing	  an	  αA	  lesion	  were	  found	  to	  be	  substrates	  for	  endonuclease	  IV,	  however	  the	  CαAG	  motif	  was	  found	  
to	  be	  unique.	  Specifically	  a	  ~	  4	  fold	  increase	  in	  Km	  was	  observed	  (Table	  4-­‐1).	  This	  suggests	  a	  greater	  de-­‐
gree	  of	  difficulty	  for	  the	  binding	  of	  the	  CαAG	  duplex.	  
 
4.5.2 Thermodynamic	  stability:	  	  
	   In	  conjunction	  with	  the	  enzyme	  studies	  flanking	  sequence	  effects	  for	  stability	  were	  investigated	  
by	  melting	  temperature	  studies	  on	  similar	  truncated	  DNA	  (10mer)	  duplexes.	  Three	  of	  the	  sequences	  dis-­‐
play	  similar	  enzyme	  data	  yet	  the	  Tm	  values	  vary	  from	  322	  K	  to	  327	  K.	  Of	  particular	  noteworthy	  interest,	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the	  CαAC	  and	  CαAG	  substrates	  exhibit	  similar	  Tm	  and	  enthalpy	  values	  yet	  they	  vary	  drastically	  in	  en-­‐
zyme	  processing	  (Table	  4-­‐1).	  
 
4.5.3 Base	  Pairing:	  	  
	   At	  low	  temperature	  (278	  K)	  a	  broad	  peak	  at	  13.5	  ppm	  is	  observed	  for	  the	  CαAG	  duplex	  in	  addi-­‐
tion	  to	  nine	  imino	  proton	  peaks	  (Figure	  4-­‐3).	  This	  broad	  peak	  has	  been	  identified	  as	  the	  imino	  proton	  of	  
T16.	  This	  has	  been	  confirmed	  using	  a	  1D	  NOE	  experiment.	  	  Irradiating	  the	  broad	  peak	  results	  in	  the	  re-­‐
duction	  of	  a	  peak	  at	  7.66	  ppm.	  From	  1H-­‐1H	  NOESY	  pathways,	  1H	  -­‐13C	  HSQC,	  and	  relaxation	  properties	  this	  
peak	  was	  identified	  as	  A5	  H2,	  thus	  confirming	  the	  peak	  at	  13.5	  is	  the	  imino	  proton	  of	  T16	  (Figure	  4-­‐4a).	  
The	  chemical	  shift	  of	  the	  T16	  imino	  proton	  is	  observed	  in	  the	  same	  region	  as	  imino	  protons	  for	  AT	  base	  
pairs.	  	  
The	  intra	  helical	  orientation	  of	  αA5	  to	  T16	  is	  supported	  by	  cross	  peaks	  from	  G17	  imino	  and	  C4	  
amino	  to	  αA5	  H2	  (H2O	  
1H-­‐1H	  	  NOESY)	  (Figure	  4-­‐4b).	  These	  contacts	  are	  also	  observed	  for	  the	  previous	  
CαAC	  structure	  (6).	  However	  the	  base	  pairing	  between	  αA5	  -­‐	  T16	  is	  not	  observed	  for	  the	  CαAC	  structure	  
as	  evidenced	  by	  the	  lack	  of	  the	  T16	  imino	  peak	  (6).	  Additionally	  the	  CαAG	  imino	  protons	  flanking	  the	  le-­‐
sion	  more	  closely	  resemble	  the	  control	  duplex	  (Figure	  4-­‐3).	  	  
 
4.5.4 Backbone:	  	  
	   31P	  chemical	  shifts	  provide	  a	  convenient	  means	  for	  investigating	  nucleic	  acid	  backbone	  confor-­‐
mation	  and	  are	  heavily	  influenced	  by	  the	  torsion	  angles	  α	  and	  ζ.	  Similar	  to	  the	  CαAC	  duplex	  the	  phos-­‐
phate	  αA5-­‐P-­‐G6	  is	  perturbed	  however	  to	  a	  lesser	  extent	  (0.75	  ppm	  vs.	  1.0	  ppm).	  All	  other	  chemical	  shifts	  
are	  between	  0	  and	  -­‐1.0	  ppm	  and	  are	  typical	  of	  a	  B	  helical	  type	  conformation	  (Figure	  4-­‐5).	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In	  addition	  to	  phosphorus	  chemical	  shift	  analysis	  the	  DNA	  backbone	  torsion	  angle	  ε	  was	  also	  in-­‐
vestigated.	  Torsion	  angles	  derived	  from	  experimental	  data	  indicate	  the	  ε	  of	  αA5	  is	  slightly	  perturbed	  (-­‐
155°)	  and	  is	  similar	  to	  the	  CαAC	  structure.	  All	  other	  torsion	  values	  comparable	  to	  a	  B	  type	  helix.	  	  
 
4.5.5 Sugar	  Pucker:	  	  
	   Analysis	  of	  the∑	  of	  sugar	  proton	  coupling	  constants	  ∑JH1',	  ∑JH3',	  ∑JH2'1	  ∑JH2'2	  and	  individual	  cou-­‐
pling	  constants	  JH1'-­‐H2'1,	  JH1'-­‐H2'2,	  for	  the	  CαAG	  duplex	  reveals	  all	  deoxyribose	  sugars	  favor	  the	  S	  conforma-­‐
tion.	  The	  αA5	  sugar	  conformation	  could	  not	  be	  directly	  determined	  from	  individual	  coupling	  constants	  
due	  to	  overlap,	  however	  an	  estimation	  of	  the	  ∑JH3',	  and	  the	  appearance	  of	  the	  cross	  peaks	  allowed	  for	  
an	  estimated	  range	  as	  a	  high	  S	  sugar	  conformation	  (Figure	  4-­‐6).	  This	  is	  in	  agreement	  with	  previously	  ob-­‐
served	  sugars	  containing	  an	  α	  anomeric	  lesion	  (21)	  (6).	  The	  only	  significant	  difference	  between	  the	  two	  
duplexes	  is	  at	  position	  6	  where	  a	  change	  from	  C	  to	  G	  results	  in	  altering	  a	  50	  /	  50	  sugar	  to	  an	  S	  conforma-­‐
tion	  (Figure	  4-­‐6).	  	  
 
4.5.6 1H	  NMR:	  	  
	   NOESY	  base	  -­‐	  sugar	  H1'	  pathways	  are	  intact	  with	  the	  exception	  of	  a	  missing	  cross	  peak	  between	  
C4H1'	  -­‐	  αA5H8,	  and	  a	  slight	  reduction	  in	  the	  intensity	  of	  the	  αA5H1'	  -­‐	  G6H8	  cross	  peak.	  This	  is	  a	  conse-­‐
quence	  of	  the	  αA	  and	  these	  results	  are	  similar	  to	  the	  CαAC	  NOESY	  duplex.	  In	  contrast	  for	  the	  CαAC	  du-­‐
plex	  an	  unexpected	  cross	  peak	  was	  observed	  for	  αA5H1'	  -­‐	  C4H6	  (due	  to	  a	  kink	  in	  duplex	  at	  the	  site	  of	  the	  
αA	  lesion),	  this	  cross	  peak	  was	  not	  evident	  in	  the	  CαAG	  spectrum.	  Additionally	  the	  1D	  NMR	  spectra	  dis-­‐
plays	  sharp	  line	  widths	  and	  the	  absence	  of	  exchange	  cross	  peaks	  in	  2D	  NOESY	  spectra	  indicate	  the	  α	  
anomeric	  lesion	  does	  not	  induce	  multiple	  conformations.	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4.5.7 Structure	  Calculation:	  	  
	   Through	  the	  use	  of	  multiple	  MARDIGRAS	  /	  AMBER	  cycles	  a	  total	  of	  246	  quantitative	  distance	  
restraints	  were	  derived	  with	  narrow	  well	  widths	  of	  ~	  0.5	  Å.	  Combining	  this	  with	  the	  extensive	  use	  of	  RDC	  
(JCH1',	  JCH3',	  JCH2,	  JCH5,	  JCH6,	  JCH8),	  sugar	  pucker,	  backbone	  torsion,	  and	  base	  pairing	  restrains	  (total	  of	  27.5	  
restraints	  per	  nucleotide)	  allowed	  for	  the	  generation	  of	  a	  highly	  resolved	  solution	  structure	  (Table	  4-­‐2).	  
Aligning	  the	  heavy	  atoms	  of	  the	  10	  final	  structures	  yields	  an	  R.M.S.D	  of	  0.63	  Å	  (Figure	  4-­‐7).	  The	  final	  
structure	  was	  selected	  based	  on	  lowest	  AMBER	  violations	  and	  displays	  excellent	  agreement	  with	  the	  
collected	  NMR	  data	  as	  evidenced	  by	  the	  total	  CORMA	  RX	  values	  <	  0.053	  (Table	  4-­‐2).	  	  All	  restraints	  are	  
nicely	  accommodated	  without	  any	  individual	  violations	  exceeding	  3.0	  kcal	  /	  mol.	  RDC	  alignment	  penal-­‐
ties	  are	  minimal	  with	  a	  total	  of	  4.9	  kcal	  /	  mol	  for	  all	  46	  restraints	  (Table	  4-­‐2).	  
 
4.5.8 Structural	  Analysis:	  
	   	  The	  CαAG	  duplex	  structure	  is	  clearly	  B	  helical	  as	  expected.	  αA5	  is	  stacked	  inside	  the	  helix	  form-­‐
ing	  a	  reverse	  Watson-­‐Crick	  base	  pair	  with	  T16.	  The	  intra-­‐helical	  orientation	  of	  αA5	  is	  confirmed	  by	  the	  
observed	  T16	  imino	  proton	  and	  NOE	  cross	  peaks	  from	  imino	  and	  amino	  protons	  to	  base	  protons	  on	  adja-­‐
cent	  residues.	  The	  embedded	  αA5	  lesion	  is	  accommodated	  in	  the	  CαAG	  sequence	  motif	  at	  the	  expense	  
of	  altering	  the	  torsion	  angle	  ζ	  (-­‐129°)	  of	  the	  DNA	  backbone.	  Values	  for	  the	  α	  (O3'-­‐P-­‐O5'-­‐C5')	  torsion	  an-­‐
gles	  are	  consistent	  with	  B	  helical	  values	  (-­‐68°	  +/-­‐	  4°)	  thus	  the	  change	  in	  ζ	  results	  in	  the	  perturbation	  of	  
the	  αA5-­‐P-­‐G6	  phosphorus	  chemical	  shift.	  In	  the	  case	  of	  the	  CαAC	  structure	  a	  more	  extensive	  perturba-­‐
tion	  of	  αA5-­‐P-­‐C6	  (
31P	  chemical	  shift)	  is	  observed	  which	  correlates	  to	  a	  more	  unusual	  ζ	  value	  of	  -­‐158°.	  	  	  
	   Comparing	  the	  local	  structure	  of	  both	  αA	  duplexes	  to	  B	  helical	  DNA	  reveals	  important	  differ-­‐
ences.	  For	  both	  damaged	  structures	  inverting	  αA5	  to	  the	  other	  side	  of	  the	  sugar	  ring	  displaces	  the	  stack-­‐
ing	  of	  C4.	  However	  in	  the	  case	  of	  the	  CαAG	  duplex	  this	  feature	  is	  less	  pronounced	  as	  shown	  in	  Figure	  4-­‐
8a.	  Additionally,	  the	  CαAG	  duplex	  displays	  a	  positive	  base	  slide	  between	  C4	  /	  aA5	  (1.7	  Å),	  however	  this	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disturbance	  is	  offset	  by	  a	  larger	  negative	  slide	  for	  aA5	  /	  G6	  (-­‐2.3	  Å),	  while	  G6	  /	  G7	  displays	  a	  normal	  B	  heli-­‐
cal	  value	  (0.2	  Å)	  (Figure	  4-­‐8b).	  Further	  more,	  an	  elevated	  roll	  for	  C4	  /	  aA5	  and	  alteration	  in	  twist	  for	  aA5	  /	  
G6	  are	  observed.	  In	  the	  case	  of	  the	  CαAC	  structure,	  these	  distortions	  are	  more	  pronounced	  (Figure	  4-­‐8c).	  
A	  tract	  of	  positive	  slide	  is	  observed	  for	  the	  core	  of	  the	  duplex	  (C4	  /	  aA5	  1.0	  Å,	  aA5	  /	  C6	  0.6	  Å,	  C6	  /	  G7	  0.6	  Å)	  
and	  an	  increase	  in	  roll	  for	  C4	  /	  αA5	  and	  greater	  variation	  in	  twist	  for	  αA5	  /	  C6	  are	  observed.	  However	  in	  
contrast	  to	  the	  CαAG	  structure,	  the	  CαAC	  structure	  displays	  an	  elevated	  tilt	  for	  C4	  /	  αA5	  and	  αA5	  /	  C6	  
toward	  the	  damaged	  lesion	  (Figure	  4-­‐8a).	  	  
	  For	  both	  duplexes	  these	  perturbations	  result	  in	  an	  enlargement	  of	  the	  minor	  groove	  at	  the	  site	  
of	  the	  lesion	  (~	  9	  Å)	  however	  the	  CαAG	  duplex	  minor	  groove	  perturbation	  is	  more	  confined	  about	  the	  
αA	  (Figure	  4-­‐9).	  Collectively	  the	  CαAC	  perturbations	  form	  an	  18°	  kink	  in	  the	  helical	  axis,	  while	  the	  CαAG	  
structural	  perturbations	  are	  much	  less	  pronounced.	  
 
4.5.9 Molecular	  dynamic	  simulations:	  	  
	   We	  have	  investigated	  if	  unrestrained	  molecular	  dynamic	  simulations	  could	  accurately	  predict	  
the	  observed	  trends	  of	  the	  final	  structures.	  Our	  results	  indicate	  both	  force	  fields	  (parm99	  or	  parmBSC0)	  
wash	  out	  the	  experimentally	  determined	  perturbations	  (enlargement	  of	  the	  minor	  groove	  and	  kink	  in	  
the	  helical	  axis)	  for	  both	  damaged	  duplexes.	  This	  underscored	  the	  importance	  of	  using	  experimental	  
data	  to	  determine	  subtle	  structural	  effects.	  However	  studies	  on	  the	  mobility	  of	  the	  heavy	  atoms	  in-­‐
volved	  in	  the	  damaged	  lesion	  (aA5	  and	  T16)	  indicate	  a	  higher	  degree	  of	  mobility	  (in	  the	  observed	  times-­‐




	   	  The	  presence	  of	  αA	  is	  mutagenic	  and	  directs	  the	  incorporation	  of	  dC,	  dA,	  or	  dT	  in	  vitro	  (3)	  while	  
in	  vivo	  a	  single	  nucleotide	  deletion	  is	  observed	  (1).	  We	  have	  previously	  shown	  that	  the	  incorporation	  of	  
a	  single	  αA	  into	  a	  DNA	  decamer	  duplex	  within	  a	  CαAC	  motif,	  alters	  the	  structure	  by	  introducing	  an	  18°	  
kink	  into	  the	  major	  groove	  and	  enlarging	  the	  minor	  groove	  by	  ~	  3	  Å	  at	  the	  site	  of	  the	  lesion	  (1).	  These	  
features	  are	  thought	  to	  facilitate	  recognition	  and	  may	  aid	  in	  the	  formation	  of	  the	  enzyme	  complex.	  In-­‐
terestingly,	  the	  flanking	  sequence	  of	  αA	  modulates	  endonuclease	  IV	  activity.	  Unique	  kinetic	  data	  is	  ob-­‐
served	  for	  αA	  when	  contained	  in	  the	  CαAG	  motif	  compared	  to	  the	  other	  flanking	  sequences	  shown	  in	  
Table	  4-­‐1.	  	  	  
Nearest	  neighbor	  effects	  are	  also	  observed	  for	  αA	  during	  replication	  by	  polymerase	  I.	  When	  αA	  
was	  flanked	  by	  a	  G	  in	  3'	  position	  a	  higher	  degree	  of	  bypass	  was	  observed	  compared	  to	  when	  αA	  con-­‐
tained	  a	  T	  on	  the	  -­‐3'	  side	  (2).	  While	  polymerase	  I	  and	  endonuclease	  IV	  are	  known	  to	  interrogate	  their	  
substrates	  by	  different	  mechanisms	  (2),	  a	  lesion	  that	  produces	  a	  subtle	  deformation	  of	  the	  helix	  is	  more	  
likely	  to	  bypass	  polymerase	  I	  compared	  to	  a	  substrate	  with	  a	  serious	  perturbation.	  	  
Flanking	  sequence	  effects	  have	  been	  identified	  in	  other	  repair	  pathways.	  	  For	  example	  variations	  
in	  the	  sequence	  around	  damage	  lesions	  have	  been	  shown	  to	  alter	  NER	  incision	  efficiency	  (8)	  and	  se-­‐
quence	  context	  can	  in	  part	  modulate	  mismatch	  recognition	  (7).	  	  In	  this	  study,	  changes	  in	  the	  flanking	  
sequence	  of	  an	  α	  anomeric	  adenosine	  alter	  the	  substrate	  quality	  for	  endonuclease	  IV.	  	  For	  the	  CαAG	  
substrate,	  an	  elevated	  KM	  is	  observed	  compared	  to	  other	  sequences	  even	  though	  this	  substrate	  was	  not	  
distinguished	  by	  unique	  thermodynamic	  stability	  (Table	  1).	  	  With	  kcat	  being	  relatively	  slow	  (Table	  1),	  KM	  is	  
heavily	  dependent	  on	  the	  kD	  which	  reflects	  the	  energy	  difference	  in	  binding	  and	  may	  be	  in	  part	  due	  to	  
the	  difference	  in	  energy	  required	  for	  bending	  of	  the	  substrate	  by	  endonuclease	  IV.	  This	  suggests	  endo-­‐
nuclease	  IV	  has	  greater	  difficulty	  binding	  an	  αA	  lesion	  when	  contained	  in	  a	  CαAG	  motif.	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Here	  we	  have	  investigated	  different	  flanking	  sequence	  motifs	  of	  an	  αA	  lesion	  to	  determine	  if	  
structural	  features	  can	  rationalize	  the	  observed	  modulation	  of	  enzyme	  activity.	  Comparing	  the	  struc-­‐
tures	  of	  the	  CαAG	  and	  previously	  determined	  CαAC	  duplexes,	  we	  have	  found	  relevant	  differences	  be-­‐
tween	  the	  two	  substrates.	  While	  the	  helical	  axis	  is	  kinked	  and	  the	  minor	  groove	  is	  enlarged	  for	  both	  sub-­‐
strates,	  the	  poorly	  repaired	  CαAG	  duplex	  exhibits	  less	  perturbation	  induced	  by	  the	  αA	  lesion	  Figure	  4-­‐
10.	  The	  differences	  are	  illustrated	  for	  the	  CαAG	  structure	  by	  the	  observed	  straighter	  helical	  axis,	  base	  
pairing	  of	  αA5	  -­‐	  T16,	  and	  reduced	  disturbance	  to	  the	  DNA	  minor	  groove.	  	  Analysis	  of	  the	  local	  structural	  
reveals	  these	  features	  are	  due	  to	  differences	  in	  the	  base	  slide,	  tilt,	  roll,	  and	  twist.	  Taken	  together	  this	  
results	  in	  a	  more	  B	  type	  helical	  duplex	  compared	  to	  the	  previous	  CαAC	  structure	  (Figure	  4-­‐10).	  	  
The	  reduction	  of	  the	  perturbation	  created	  by	  αA	  displayed	  in	  the	  CαAG	  motif	  can	  be	  explained	  
by	  the	  enhanced	  stacking	  of	  the	  guanosine	  at	  the	  3'	  side	  of	  the	  lesion.	  This	  stacking	  aids	  in	  the	  formation	  
of	  a	  reverse	  Watson	  -­‐	  Crick	  base	  pair	  between	  αA5	  and	  T16,	  which	  minimizes	  the	  displacement	  of	  C4	  (Fig-­‐
ure	  4-­‐8abc).	  While	  the	  pre-­‐bound	  and	  substrate	  structure	  does	  not	  directly	  provide	  a	  measurement	  of	  
the	  energetic	  cost	  for	  manipulating	  or	  driving	  the	  substrate	  to	  the	  conformation	  required	  in	  the	  enzyme	  
bound	  form,	  it	  stands	  to	  reason	  that	  a	  better	  base	  stacked	  more	  B	  helical	  structure	  will	  require	  more	  
energy	  for	  deformation	  and	  thereby	  can	  explain	  the	  observed	  modulation	  of	  endonuclease	  IV	  activity.	  










Figure	  4-­‐1.	  β	  vs	  α	  anomeric	  nucleotide,	  α	  anomeric	  damage	  highlighted	  in	  red	  (upper	  left).	  
Manual	  docking	  of	  αA	  in	  to	  the	  binding	  pocket	  of	  endonuclease	  IV	  (lower	  left).	  Figure	  adapted	  from	  Hos-­‐
field	  et	  al.	  1QUM.	  Endonuclease	  IV	  in	  complex	  with	  DNA	  substrate	  containing	  an	  abasic	  lesion	  (right).	  












Figure	  4-­‐2.	  Sequence	  design	  of	  DNA	  duplex	  containing	  an	  αA	  (shown	  in	  red).	  Previously	  pub-­‐
lished	  structure	  design	  shown	  on	  top	  with	  an	  αA	  lesion	  flanked	  by	  two	  cytosines.	  Current	  structure	  de-­‐
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Figure	  4-­‐3.	  Imino	  proton	  spectra	  of	  the	  two	  damage	  DNA	  duplexes	  and	  a	  control	  CAC	  duplex.	  
Sample	  conditions	  as	  follows;	  1.0	  mM	  DNA	  duplex,	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  50	  mM	  NaCl,	  pH	  ~	  7.0,	  
278	  K.	  Assignments	  based	  on	  2D	  H2O	  NOESY	  and	  ref	  DSS.	  Peaks	  that	  shift	  	  >	  0.4	  ppm	  between	  samples	  


































Figure	  4-­‐4.	  A)	  1D	  NOE	  and	  HSQC	  experiment	  used	  to	  confirm	  the	  identity	  of	  the	  imino	  proton	  at	  
13.5	  ppm.	  	  B)	  Cross	  peaks	  from	  G17	  imino	  proton	  to	  base	  and	  amino	  protons	  of	  αA5	  and	  C4.	  2D	  H2O	  
1H-­‐1H	  










































Figure	  4-­‐5.	  31P	  spectra	  of	  the	  CαAG	  duplex	  at	  298K.	  An	  abnormal	  shift	  is	  observed	  for	  αA5-­‐P-­‐G6	  



























Figure	  4-­‐6.	  Summary	  of	  DNA	  sugar	  ring	  conformation.	  Fraction	  south	  (FS)	  determined	  from	  indi-­‐
vidual	  and	  ∑	  of	  coupling	  constants.	  CαAG	  duplex	  shown	  in	  dark	  squares,	  CαAC	  duplex	  shown	  in	  open	  




















Figure	  4-­‐7.	  Bundle	  of	  final	  10	  NMR	  structures	  for	  the	  CaAG	  duplex.	  RMSD	  of	  all	  heavy	  atoms	  





Figure	  4-­‐8.	  Local	  structure	  for	  the	  core	  of	  the	  duplex.	  CaAC	  (αA5	  shown	  in	  red),	  CaAG	  (αA5	  


















Figure	  4-­‐9.	  Summary	  of	  the	  minor	  groove	  width	  for	  the	  CαAC	  structure	  (circles	  with	  dashed	  
lines),	  CαAG	  structure	  (dark	  squares)	  and	  a	  B	  type	  DNA	  duplex	  (open	  squares).	  Minor	  groove	  measure-­‐

























Figure	  4-­‐10.	  Comparison	  of	  structures	  of	  abasic	  substrate	  from	  crystal	  complex	  structure	  1QUM	  













Table	  4-­‐1.	  Thermodynamic	  properties	  ΔH	  and	  Tm	  values	  for	  DNA	  decamers.	  Kinetic	  data	  for	  
processing	  of	  substrates	  containing	  an	  αA	  lesion	  with	  varying	  flanking	  sequences	  by	  endonuclease	  IV.	  

















5’ - X!AY - 3’ 
 !Ho 
 (kJ/mol) 
TM @ 10µM 





G!AC 234 326.6 527 +/- 99 0.24 +/- 0.03 
G!AG 264 325.6 404 +/- 96 0.14 +/- 0.02 
C!AG 279 323.8 2195 +/- 693 0.84 +/- 0.21 
C!AC  272 322.2 435 +/- 76 0.27 +/- 0.03 
CAC 304 328.9 n/a n/a 
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Parameter C!AG Force Constant (k)a 
Quantitative Distance Restraints (RANDMARDI) 
non exchangeable (total) 246 30 
intra residue 154 30 
inter residue (sequential) 92 30 
inter residue (cross strand) 1 30 
average well width (Å) 0.46 
exchangeable (total) 27 30 
average well width (Å) 3.0 
Endocyclic Torsion Angle Restraints  
deoxyribose (pseudo rotation analysis) 95 50 
average well width | r2- r3| / N 30 
Watson Crick Restraints 
distance 25 25 
flat angle 25 10 
Backbone Torsion Angle Restraints 
DNA / RNA hybrid broad rsts 68 50 
 well width ! " #  $  (deg) 60, 80, 60, 65 
% (CT NOESY) (deg)& 18 50 
average well width  varries 20 -50 depending on  # of data points available 
Residual Dipolar Coupling 
total RDC restraints 46 
base (C6, C8, C2, C5)  24  1.0 (dwt) 
sugar (C1') 12  1.0 (dwt) 
sugar (C3') 10  1.0 (dwt) 
Total Restraints 550 
total restraints / residue  27.5 
CORMA Rx  Values 
TM  (ms)  RX (number of unique cross-peaks) 
   Intra                 Inter               Total     
75 4.73 (93)           6.55 (44)        5.25 (134) 
125 4.13 (143)         5.61 (77)        4.62 (220) 
250 3.81 (136)         5.19 (83)        4.29 (291) 
Final Amber Parameters 
Total Distance Penalty (kcal/mol) 55.4 
Total Angle Penalty (kcal)/(mol) 0.24 
Total Torsion Angle Penalty (kcal)/(mol) 4.6 
Residual Dipolar Coupling (RDC) Allignment Constraint 4.9 
Bundle of 10 Final Structures 
Heavy Atom R.M.S.D. 0.63 
a kcal/(mol x unit of violation) 
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Table	  4-­‐3.	  RMSD	  of	  heavy	  atoms	  for	  30	  ns	  unrestraint	  AMBER	  simulations.	  Systems	  were	  sol-­‐
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5 Materials	  and	  methods	  
	  
5.1 DNA	  preparation:	  
	  
5.1.1 DNA	  synthesis,	  cleavage	  and	  de-­protection:	  
DNA	  oligonucleotides	  were	  synthesized	  on	  an	  Applied	  Biosystems	  391	  instrument	  using	  stan-­‐
dard	  phosphoamidites	  purchased	  from	  Glen	  Research	  and	  αA	  was	  purchased	  from	  Chem	  Genes	  Corpo-­‐
ration.	  DNA	  strands	  containing	  stereo	  specific	  BH3	  modifications	  (discussed	  in	  Chapter	  2)	  were	  chemi-­‐
cally	  synthesized	  by	  our	  collaborators	  at	  Duke	  University.	  Prior	  to	  synthesis	  flow	  rates	  of	  acetonitrile	  
were	  measured.	  If	  the	  synthesizer	  was	  left	  alone	  for	  an	  extended	  period	  of	  time	  the	  purine	  /	  iodine	  solu-­‐
tion	  may	  form	  crystals	  in	  the	  delivery	  lines	  thereby	  decreasing	  or	  inhibiting	  yields.	  Additionally	  it	  is	  im-­‐
portant	  to	  store	  the	  anhydrous	  acetonitrile	  used	  for	  dissolving	  the	  phosphoamidites	  in	  a	  desiccator,	  as	  
water	  will	  decrease	  synthesis	  yield.	  During	  synthesis	  the	  final	  trityl	  on	  the	  5'	  end	  of	  the	  sequence	  can	  be	  
left	  on	  if	  purifying	  by	  a	  DNA	  gel	  Pak	  column,	  otherwise	  the	  trityl	  should	  be	  removed.	  The	  synthesis	  yield	  
can	  be	  monitored	  by	  checking	  the	  absorbance	  of	  the	  trityl	  after	  the	  base	  addition	  step	  by	  measuring	  the	  
absorbance	  at	  450	  nm.	  	  
	  
5.1.2 DNA	  purification:	  
If	  the	  5'	  trityl	  group	  was	  left	  on,	  the	  sample	  can	  be	  purified	  by	  a	  Glen	  Pak	  DNA	  column	  after	  the	  
deprotection	  step	  while	  still	  in	  NH4OH.	  If	  the	  trityl	  has	  been	  removed,	  after	  deprotection	  samples	  should	  
be	  diluted	  1:1	  in	  de-­‐ionized	  water	  and	  lyophilized.	  For	  NMR	  samples,	  rehydrate	  in	  5	  ml	  of	  deionized	  H2O	  
and	  lyophilize	  a	  second	  time	  to	  remove	  any	  residual	  ammonia.	  All	  samples	  should	  be	  salted	  up	  in	  ~	  0.3	  
M	  NaCl	  and	  desalted	  by	  size	  exclusion	  to	  remove	  ion	  contaminants	  and	  lyophilized.	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5.1.3 Strand	  quantification:	  	  
Single	  strands	  were	  quantified	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate	  at	  85°C°	  using	  a	  sum	  of	  mononu-­‐
cleotides	  for	  epsilon	  as	  follows:	  adenosine	  =	  15500	  cm-­‐1	  M-­‐1,	  cytosine	  =	  6980	  cm-­‐1	  M-­‐1,	  guanosine	  =	  
11200	  cm-­‐1	  M-­‐1,	  thymine	  =	  187200	  cm-­‐1	  M-­‐1.	  Germann	  et	  al.	  unpublished	  data.	  	  
	  
5.2 Melting	  temperature	  studies:	  	  
	  
5.2.1 Fixed	  concentration	  experiments:	  
Samples	  were	  prepared	  with	  a	  duplex	  concentration	  calculated	  to	  yield	  an	  absorbance	  of	  ~	  1.0	  
at	  260	  nm	  in	  appropriate	  buffer(s)	  and	  salt(s).	  Data	  was	  collected	  (Thermo	  program)	  for	  every	  0.2	  °C	  us-­‐
ing	  a	  heating	  rate	  of	  0.3	  °C	  /	  min	  from	  20	  to	  85	  °C	  at	  260	  nm.	  	  	  The	  sample	  changer	  was	  not	  used	  for	  
most	  experiments	  as	  this	  resulted	  in	  an	  increase	  in	  recorded	  noise.	  Additionally	  it	  may	  be	  of	  interest	  to	  
avoid	  using	  cuvette	  position	  1	  holder	  as	  this	  is	  often	  used	  by	  new	  lab	  students	  and	  may	  contain	  spilled	  
samples.	  A	  minimum	  of	  4	  runs	  were	  collected	  (2	  up	  and	  2	  down)	  using	  the	  advanced	  data	  collect	  option	  
with	  hold	  times	  of	  2	  minutes	  in	  between	  runs.	  	  
	  
5.2.2 Concentration	  dependent	  experiments:	  	  
Careful	  consideration	  was	  given	  to	  the	  hydration	  volumes	  for	  individual	  stock	  strands	  before	  
quantification.	  Using	  estimated	  yields,	  several	  hydration	  volume	  were	  considered	  to	  determine	  opti-­‐
mum	  concentrations	  and	  volumes	  required	  to	  construct	  a	  series	  of	  5	  -­‐	  8	  duplexes	  ranging	  from	  5-­‐	  110	  
µM.	  Special	  care	  was	  taken	  to	  make	  sure	  that	  volumes	  allowed	  for	  accurate	  pipetting	  and	  the	  resulting	  
duplexes	  would	  display	  an	  absorbance	  between	  0.6	  and	  1.6	  at	  85	  °C.	  This	  required	  the	  use	  of	  multiple	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cuvettes	  with	  different	  path-­‐lengths	  (0.5	  and	  1.0	  cm).	  Additionally	  the	  cuvette	  volume	  was	  taken	  into	  
consideration	  as	  this	  can	  limit	  the	  amount	  of	  room	  available	  for	  required	  salts	  and	  buffers.	  After	  opti-­‐
mum	  hydrations	  values	  had	  been	  determined,	  stock	  strands	  were	  hydrated	  and	  quantified	  at	  85	  °C	  as	  
described	  in	  5.1.3.	  Duplexes	  were	  constructed	  with	  the	  appropriate	  volumes	  yielding	  a	  1:1	  stoichiometry	  
and	  data	  was	  collected	  as	  described	  in	  section	  5.2.1.	  	  
	  
5.2.3 Data	  analysis:	  
After	  acquisition	  data	  was	  saved	  as	  a	  csv	  file	  and	  curve	  fit	  in	  kalidograph	  (temperature	  K	  )	  to	  the	  
biomolecular	  association	  of	  non	  self	  complementary	  strand	  shown	  in	  eq.	  5-­‐1	  (1).	  	  
eq.	  5-­‐1.	  	   1/TM	  =	  (R/ΔH°)lnCT	  +	  (ΔS°	  -­‐	  R	  ln	  4)/ΔH°	  
	  The	  equation	  for	  curve	  fitting	  a	  duplex	  (assuming	  a	  two	  state	  transition)	  is	  shown	  in	  Figure	  5-­‐1.	  
The	  calculated	  enthalpy	  is	  shown	  for	  value	  m5	  of	  the	  curve	  fit	  table	  and	  the	  Tm	  values	  is	  listed	  as	  m6.	  
The	  ends	  of	  the	  data	  can	  be	  cropped	  to	  yield	  a	  more	  accurate	  fit	  if	  required.	  	  
	  
	  
5.3 NMR:	  	  
	  
5.3.1 Sample	  preparation:	  
Stock	  strand	  concentrations	  were	  determined	  as	  described	  in	  5.1.3.	  Samples	  were	  prepared	  by	  
the	  addition	  of	  appropriate	  volumes	  of	  stock	  strands	  yielding	  a	  1:1	  stoichiometry.	  	  Samples	  used	  for	  
structure	  calculations	  were	  prepared	  as	  follows;	  Vtotal	  350	  µl,	  ~	  1.0	  mM	  nucleic	  acid	  duplex,	  10	  mM	  so-­‐
dium	  phosphate,	  50	  mM	  NaCl,	  0.5	  mM	  EDTA	  and	  0.2	  µ	  M	  DSS	  in	  H2O	  at	  pH	  ~	  7.0.	  After	  H2O	  experiments	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were	  recorded,	  the	  sample	  was	  lyophilized	  and	  dissolved	  in	  99.99%	  D2O.	  The	  pH*	  was	  adjusted	  to	  6.6,	  
lyophilized	  again	  and	  dissolved	  a	  third	  time	  in	  high	  quality	  (99.999	  %)	  D2O.	  	  
	  
5.3.2 Backbone	  torsion	  angle	  ε ,	  determination	  by	  CT	  NOESY:	  	  
DNA	  torsion	  restraints	  play	  an	  important	  role	  in	  the	  development	  of	  a	  relevant	  structure	  by	  mo-­‐
lecular	  modeling.	  Rotation	  about	  the	  C4’-­‐C3’-­‐O-­‐P	  bonds	  known	  as	  ε	  (Figure	  5-­‐2)	  is	  restricted	  to	  three	  
dominant	  ranges.	  Trans,	  (180O),	  	  +	  	  gauche	  (+	  60O),	  and	  	  –	  gauche(-­‐	  60O)	  Figure	  5-­‐3.	  Torsion	  angles	  can	  be	  
calculated	  from	  coupling	  constants	  using	  variations	  of	  the	  Karplus	  equation.	  Specific	  coupling	  constants	  
can	  be	  determined	  from	  constant	  time	  NOESY	  or	  constant	  time	  COSY	  NMR	  experiments	  (2).	  
The	  nuclear	  Overhauser	  effect	  was	  first	  discovered	  in	  the	  1950’s	  by	  Albert	  Overhauser.	  It	  is	  de-­‐
fined	  as	  a	  signal	  that	  evolves	  in	  time	  as	  a	  result	  of	  a	  magnetization	  transfer	  from	  one	  spin	  system	  to	  an-­‐
other	  through	  space.	  The	  transfer	  or	  build	  up	  of	  the	  signal	  is	  not	  an	  instantaneous	  process	  and	  requires	  
time.	  In	  order	  for	  a	  transfer	  to	  occur	  the	  protons	  must	  be	  less	  than	  5	  Å	  apart	  (3).	  	  In	  a	  NEOSY	  experiment	  
the	  delay	  used	  for	  evolution	  of	  the	  NOE	  signal	  is	  known	  as	  the	  mixing	  time,	  usually	  between	  75	  and	  400	  
ms	  for	  most	  nucleic	  acid	  samples.	  In	  Figure	  5-­‐4	  the	  mixing	  time	  is	  represented	  by	  delay	  8.	  	  If	  the	  mixing	  
time	  is	  too	  short	  the	  signal	  will	  not	  have	  enough	  time	  to	  evolve.	  	  On	  the	  other	  hand	  if	  the	  mixing	  time	  is	  
chosen	  to	  be	  too	  long,	  the	  magnetization	  will	  defuse	  (known	  as	  spin	  diffusion)	  and	  the	  signal	  will	  yield	  
inaccurate	  distance	  information(2).	  
The	  constant	  time	  NOESY	  experiment	  is	  built	  on	  the	  same	  general	  principles	  as	  a	  regular	  NOESY	  
experiment	  (Figure	  5-­‐4).	  Signals	  evolve	  in	  time	  as	  a	  result	  of	  a	  magnetization	  transfer	  between	  spin	  sys-­‐
tems	  though	  space.	  The	  constant	  time	  NOESY	  experiment	  is	  really	  two	  experiments	  combined	  into	  one.	  	  
For	  the	  experiments	  used	  to	  calculate	  the	  DNA	  torsion	  angle	  epsilon,	  the	  pulse	  program	  of	  the	  first	  ex-­‐
periment	  contained	  31P	  decoupling	  (attenuated	  spectrum).	  The	  second	  experiment	  did	  not	  use	  any	  de-­‐
coupling	  (reference	  spectrum).	  The	  experiments	  were	  set	  up	  in	  an	  interleave	  fashion,	  meaning	  they	  al-­‐
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ternated	  increments.	  This	  is	  done	  to	  minimize	  any	  variables	  (out	  side	  of	  the	  decoupling)	  that	  may	  show	  
up	  in	  only	  one	  of	  the	  spectra.	  Shaped	  pulses	  (RE-­‐BURP)	  were	  used	  to	  select	  only	  H3’	  in	  the	  F1	  dimension.	  
The	  results	  was	  a	  two	  dimensional	  plot	  (H3’	  on	  the	  F1	  dimension	  /	  y	  axis,	  	  and	  H1’,	  H4’,	  H2’1	  and	  H2'2	  
protons	  in	  the	  F2	  dimension	  /	  x	  axis)	  with	  peaks	  for	  each	  NOE	  interaction	  between	  the	  F1	  and	  F2	  dimen-­‐
sions.	  Examples	  of	  collected	  spectra	  are	  shown	  in	  Figure	  5-­‐5.	  	  
	  
5.3.3 CT	  NOESY	  Data	  Processing	  &	  Interpretation:	  	  
The	  experiment	  will	  store	  the	  two	  spectra	  in	  a	  separate	  directory	  from	  where	  it	  is	  run.	  This	  loca-­‐
tion	  is	  chosen	  during	  the	  setup	  procedure.	  After	  acquisition	  both	  spectra	  must	  be	  processed	  exactly	  the	  
same.	  (Values	  PCH0	  &	  PHC1	  from	  the	  reference	  spectrum	  must	  be	  the	  same	  in	  the	  attenuated	  spec-­‐
trum).	  Spectra	  can	  be	  referenced	  to	  a	  1D	  1H	  spectra	  or	  an	  internal	  standard	  if	  present	  (this	  must	  be	  the	  
same	  spectra	  reference	  for	  both).	  	  Assignment	  can	  be	  done	  in	  SPARKY	  or	  any	  other	  NMR	  processing	  pro-­‐
gram.	  Using	  chemical	  shifts	  &	  assignments	  previous	  determined	  from;	  NOESY	  /	  TOCSY	  /	  COSY	  /	  1H-­‐	  31P	  
both	  spectra	  were	  assignment	  for	  the	  complete	  H3’	  region.	  (SPARKY	  contains	  a	  copy	  paste	  assignment	  
function	  that	  works	  best	  to	  keeping	  both	  assignments	  at	  exactly	  the	  same	  chemical	  shifts.)	  Be	  sure	  to	  
include	  all	  assignments	  that	  are	  in	  the	  H3’	  region,	  even	  if	  a	  peak	  does	  not	  look	  to	  be	  present.	  	  
By	  comparing	  the	  amplitude	  of	  the	  peaks	  from	  the	  attenuated	  to	  the	  reference	  spectra	  	  H3’-­‐31P	  
coupling	  constants	  can	  be	  calculated2.	  Final	  restraints	  will	  be	  in	  units	  of	  kcal	  /	  (mole	  rad2).	  	  	  
eq.	  5-­‐2	  	  	   Attenuated	  /	  Reference	  =	  cos[	  π(JH3’P+	  DH3’P)Teff]	  	  
The	  constant	  time	  NOESY	  experimental	  procedure	  is	  based	  on	  a	  paper	  from	  Wu	  et	  al.	  	  where	  	  Teff	  
=	  T	  +	  2	  x	  τ180	  x	  0.9	  ,	  T	  is	  the	  constant	  time	  evolution	  period	  ,	  τ180	  is	  the	  duration	  of	  RE-­‐BURP	  shaped	  pulse,	  
and	  a	  0.9	  scaling	  factor	  is	  used	  to	  take	  into	  account	  31P	  coupling	  evolution	  during	  the	  RE-­‐BURP	  pulse.	  
DH3'P	  is	  the	  dipolar	  coupling	  and	  is	  equal	  to	  zero	  (2).	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Our	  experiment	  used	  a	  12ms	  RE-­‐BURP	  refocusing	  pulse	  to	  achieve	  selective	  refocusing	  of	  the	  
H3’	  region	  in	  the	  F1	  dimension.	  During	  set	  up	  this	  pulse	  length	  was	  optimized,	  until	  satisfactory	  selectiv-­‐
ity	  was	  achieved.	  	  	  
	  Wu	  et	  al.	  used	  a	  10ms	  REBURP	  pulse.	  	  A	  0.9	  scaling	  factor	  was	  used	  to	  take	  into	  account	  cou-­‐
pling	  evolution	  during	  the	  REBURP	  pulse.	  Using	  a	  slightly	  longer	  pulse	  a	  smaller	  scaling	  factor	  was	  
checked,	  (calculated	  by	  assuming	  a	  linear	  relationship	  between	  pulse	  length	  and	  scaling	  factor)	  however	  
no	  substantial	  difference	  was	  seen	  in	  the	  results	  so	  the	  0.9	  scaling	  factor	  was	  used.	  
After	  calculating	  the	  JH3’-­‐31P	  values	  that	  contain	  a	  S/N	  <	  or	  =	  1	  for	  either	  spectra	  were	  removed.	  
From	  JH3’-­‐31P	  	  ε	  HCOP	  can	  be	  calculated	  using	  a	  modified	  form	  of	  the	  Karplus	  equation	  (4).	  
eq.	  5-­‐3	  	  	   3J	  (HCOP)	  =	  15.3	  cos
2Φ	  –	  6.1	  cos	  Φ	  +1.6	  	  
Solutions	  for	  3J	  (HCOP)	  	  should	  be	  determined	  graphically	  to	  make	  sure	  all	  possible	  periodic	  solu-­‐
tions	  are	  considered.	  ε	  HCOP	  can	  be	  converted	  to	  ε	  CCOP	  by	  eq	  3.	  
eq.	  5-­‐4	   	   ε	  CCOP	  	  =	  ε	  HCOP	  -­‐120°	  
In	  literature,	  values	  are	  usually	  reported	  as	  ε	  CCOP	  and	  converted	  to	  negative	  values	  in	  the	  
range	  of	  	  -­‐135O	  and	  -­‐180O	  for	  standard	  convention.	  (A	  value	  of	  +225°	  would	  be	  reported	  as	  -­‐135O.)	  Solu-­‐
tions	  that	  fall	  between	  -­‐135°	  to	  –	  220°	  should	  be	  given	  consideration	  as	  possible	  solutions.	  Standard	  B	  
DNA,	  excluding	  end	  bases,	  ranges	  between	  -­‐150°	  and	  -­‐190°	  (4).	  If	  the	  H5’	  /	  H5”	  can	  be	  clearly	  assigned	  
similar	  analysis	  can	  be	  used	  to	  yield	  β	  torsion	  angles	  (2).	  	  
	  
5.3.4 CT	  COSY	  constant	  time	  correlation	  spectroscopy:	  
In	  a	  2D	  COSY	  experiment	  similar	  to	  the	  NOESY	  1H	  is	  measured	  in	  the	  F1	  and	  F2	  dimension.	  Unlike	  
a	  NOESY,	  signals	  are	  from	  the	  transfer	  of	  magnetization	  through	  bonds	  instead	  of	  space	  (3).	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Similar	  to	  the	  CT	  NOESY	  the	  experiment	  used	  for	  the	  calculation	  of	  epsilon,	  CTCOSY	  experiments	  
were	  run	  in	  an	  interleaved	  manner	  producing	  an	  attenuated	  and	  reference	  spectra.	  3J	  HCOP	  was	  calculated	  
from	  the	  ratio	  of	  the	  two	  spectra	  using	  eq.	  5-­‐5.	  
	  eq.	  5-­‐5	  	   3J	  HCOP	  =	  [cos
-­‐1(Iatten/	  Iref)]	  2πT	  	  
T	  is	  again	  the	  constant	  time	  evolution	  period.	  Torsion	  angle	  ε	  HCOP	  was	  solved	  using	  eq	  5-­‐2	  above,	  and	  
converted	  into	  ε	  CCOP	  using	  equation	  5-­‐3.	  	  A	  representation	  of	  the	  pulse	  program	  is	  shown	  in	  Figure	  5-­‐6	  
(5).	  
	  
5.3.5 Sugar	  pucker	  data	  collection	  and	  analysis:	  
The	  dominant	  form	  of	  the	  sugar	  conformation	  can	  be	  determined	  and	  described	  from	  individual	  
(JH1'-­‐H2'1,	  JH1'-­‐H2'2,	  JH1'-­‐H3',	  JH2'1'H2'2)	  and	  the	  summation	  of	  (∑	  JH1',	  ∑JH2'1,	  ∑JH2'2,	  ∑	  JH3')	  coupling	  constants.	  Us-­‐
ing	  a	  low	  flip	  COSY	  (p1	  =	  30°)	  additional	  couplings	  were	  removed	  to	  reduce	  overlap.	  Individual	  couplings	  
were	  measured	  as	  shown	  in	  Figure	  5-­‐7.	  The	  ∑	  J's	  was	  estimated	  by	  the	  outer	  line	  widths	  as	  shown	  in	  
Figure	  5-­‐7.	  For	  couplings	  involving	  the	  H3'	  sugar	  protons	  additional	  spectra	  were	  recorded	  with	  phos-­‐
phorus	  decoupling.	  	  
A	  range	  for	  the	  %	  FS	  (fraction	  south)	  was	  determined	  by	  the	  graphical	  method	  developed	  by	  
Rinkel	  et	  al.	  (6).	  Observed	  coupling	  values	  were	  plotted	  to	  derive	  a	  solution	  range	  that	  base	  satisfied	  the	  
measured	  data	  (Figure	  5-­‐8).	  This	  method	  yields	  a	  range	  of	  +	  /	  -­‐	  5	  %	  FS	  at	  best	  and	  careful	  consideration	  
was	  taken	  not	  to	  over-­‐fit	  the	  data.	  Once	  the	  dominant	  conformation	  was	  determined,	  the	  minor	  con-­‐
formation	  contributions	  to	  the	  observed	  couplings	  were	  removed	  using	  Table	  5-­‐1	  and	  Table	  5-­‐2,	  and	  
equation	  5-­‐6	  (7).	  
eq	  5-­‐6.	  	  	   	   Jobs	  =	  (JS	  x	  FS	  )+	  (JN	  x	  (1-­‐Fs))	  
In	  some	  cases	  the	  calculated	  coupling	  constant	  data	  could	  not	  be	  fit	  to	  the	  graph.	  This	  required	  
reexamination	  of	  the	  experimental	  data	  to	  check	  for	  incorrect	  measurements,	  possible	  overlap,	  or	  incor-­‐
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rect	  values	  from	  Table	  5-­‐1	  (8).	  Additionally,	  values	  for	  minor	  forms	  in	  Table	  5-­‐1	  assume	  a	  standard	  phase	  
amplitude.	  These	  values	  can	  be	  slightly	  adjusted	  to	  consider	  deviations	  in	  the	  phase	  amplitude.	  Using	  
the	  newly	  calculated	  coupling	  constants	  for	  the	  dominant	  conformation	  a	  solution	  range	  for	  the	  pseu-­‐
dorotation	  angle	  was	  determined	  using	  Figure	  5-­‐9	  (8).	  	  Once	  suitable	  pseudorotation	  ranges	  were	  de-­‐
termined	  to	  the	  best	  ability	  allowed	  by	  the	  data,	  values	  were	  converted	  to	  torsion	  angle	  restraints	  using	  
the	  PUCKER	  script	  from	  AMBER	  9.0.	  PUCKER	  input	  format	  shown	  in	  Figure	  5-­‐10.	  	  	  
	  
5.3.6 Residual	  dipolar	  coupling	  data	  collection	  and	  analysis:	  
pf1	  bacterial	  phage	  was	  purchased	  from	  Asla	  (store	  the	  phage	  4	  °C,	  do	  NOT	  freeze)	  and	  pre-­‐
pared	  by	  exchanging	  the	  solvent	  with	  20	  mM	  sodium	  phosphate	  and	  20	  mM	  NaCl	  in	  D2O.	  This	  was	  ac-­‐
complished	  through	  a	  series	  of	  5	  addition	  and	  decanting	  steps.	  Briefly,	  ~	  400	  µl	  of	  pf1	  was	  transferred	  to	  
an	  open	  centrifuge	  tube	  using	  a	  glass	  pipette.	  The	  tube	  was	  then	  filled	  3/4	  full	  with	  	  20	  mM	  sodium	  
phosphate	  20	  mM	  NaCl	  in	  D2O	  buffer	  and	  salt	  solution.	  The	  resulting	  mixture	  was	  centrifuged	  for	  1	  hr	  
(12	  °C)	  at	  90,000	  rpm	  using	  a	  TLA	  120.2	  Beckman	  rotor.	  The	  supernatant	  was	  removed	  using	  a	  glass	  pi-­‐
pette	  and	  a	  fresh	  aliquot	  of	  deuterated	  buffer	  and	  salt	  were	  added	  to	  the	  remaining	  pellet.	  The	  centri-­‐
fuge	  tube	  was	  cover	  with	  Para-­‐film	  and	  placed	  on	  a	  gentle	  rocker	  overnight	  at	  room	  temperature.	  This	  
procedure	  was	  repeated	  4	  times.	  A	  fifth	  exchange	  was	  performed	  with	  buffer	  and	  salts	  prepared	  in	  high	  
quality	  (99.99%)	  D2O.	  	  	  
The	  0.75	  mM	  CαAG	  duplex	  DNA	  sample	  (described	  in	  Chapter	  4)	  was	  divided	  into	  two	  aliquots	  
and	  appropriate	  salt	  and	  buffer	  were	  added	  to	  return	  to	  previous	  conditions.	  Prepared	  pf1	  was	  added	  to	  
one	  of	  the	  samples	  (~	  0.4	  mM	  DNA	  duplex).	  Measuring	  the	  deuterium	  splitting	  of	  (18.3	  Hz)	  at	  298	  K	  al-­‐
lowed	  for	  the	  calculation	  of	  the	  phage	  concentration	  (~	  38	  mg	  /	  ml)	  using	  Figure	  5-­‐11.	  	  
HSQC	  experiments	  was	  recorded	  for	  the	  non-­‐phage	  sample,	  decoupled	  in	  both	  the	  f1	  and	  f2	  di-­‐
mensions	  for	  the	  sugar	  and	  base	  regions.	  Additional	  HSQC's	  were	  recorded	  with	  decoupling	  in	  the	  f1	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dimension	  only.	  Traditionally	  these	  experiments	  are	  run	  with	  decoupling	  in	  the	  f2	  dimension	  however	  
this	  results	  in	  un-­‐equal	  peak	  intensities	  for	  each	  set	  of	  peaks	  thereby	  making	  analysis	  difficult.	  Overlay-­‐
ing	  the	  fully	  decoupled	  HSQC	  provides	  an	  easy	  solution	  for	  determining	  the	  identity	  of	  the	  coupled	  
peaks.	  A	  third	  set	  of	  HSQC	  experiments	  were	  run	  on	  the	  sample	  containing	  pf1	  with	  identical	  parame-­‐
ters	  as	  the	  non-­‐phage	  sample.	  The	  JCH	  splitting	  was	  measured	  for	  both	  coupled	  spectra.	  The	  differences	  
between	  splittings	  were	  determined	  by	  subtracting	  the	  non-­‐phage	  samples	  from	  the	  pf1	  sample.	  A	  RDC	  
(RDC_DIP.rst)	  restraint	  list	  was	  manually	  created	  as	  shown	  in	  Figure	  5-­‐12	  (9).	  	  
	  
5.4 Structure	  generation:	  
	  
5.4.1 Starting	  structure	  -­	  NUCGEN	  and	  Xleap:	  
Initial	  structures	  for	  standard	  nucleic	  acids	  were	  generated	  using	  NUCGEN.	  The	  resulting	  pdb	  file	  
was	  loaded	  in	  XLEAP.	  Modifications	  to	  the	  structure	  were	  done	  using	  the	  edit	  option.	  If	  special	  param-­‐eterization	  was	  required	  for	  the	  parm99	  forcefield	  they	  were	  generated	  using	  Gaussian,	  REDCAT	  and	  
the	  Antechamber	  module	  from	  AMBER	  (loaded	  as	  in	  Xleap	  as	  *.frcmod	  files)	  (9).	  Na+	  ions	  were	  added	  to	  neutralize	  the	  phosphate	  charges,	  and	  TIP3P	  water	  molecules	  (typically	  ~3200)	  	  were	  added	  to	  form	  a	  box	  with	  at	  least	  10	  Å	  between	  the	  DNA	  and	  the	  edge	  of	  the	  box.	  A	  parameter	  /	  topology	  file	  (*.prmtop)	  and	  initial	  coordinate	  file	  were	  constructed	  using	  basic	  XLEAP	  commands	  shown	  in	  Fig-­‐ure	  5-­‐13.	  	  
	  
5.4.2 NOESY	  data	  collection	  and	  integration:	  	  
A	  series	  of	  1D	  1H	  spectra	  were	  collected	  at	  various	  temperatures	  to	  determine	  optimum	  chemi-­‐
cal	  shift	  dispersion.	  Three	  NOESY	  experiments	  were	  collected	  using	  mixing	  times	  of	  75	  ms	  125	  ms	  and	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250	  ms.	  A	  long	  delay	  (d1=8s)	  was	  used	  to	  collect	  available	  AH2	  data.	  Minimal	  pre-­‐saturation	  power	  (pl9	  
=	  72	  dB	  for	  the	  600	  MHz	  instrument)	  was	  required	  due	  to	  samples	  undergoing	  a	  third	  exchange	  of	  deu-­‐
terated	  solvent	  during	  preparation.	  TOCSY,	  COSY	  and	  HPCOR	  experiments	  were	  also	  collected	  at	  this	  
time	  to	  aid	  in	  chemical	  shift	  assignment.	  	  	  
Spectra	  were	  phased	  and	  processed	  using	  Topspin	  2.1.	  Ample	  time	  was	  allotted	  for	  processing	  
and	  phasing	  of	  spectra	  as	  this	  can	  greatly	  impair	  the	  accuracy	  of	  integrated	  values.	  All	  NOESY	  spectra	  
were	  referenced	  to	  internal	  DSS	  and	  spectra	  were	  overlaid	  and	  compared	  to	  check	  for	  unexpected	  re-­‐
sults.	  	  The	  water	  chemical	  shifts	  provided	  a	  second	  check	  to	  ensure	  spectra	  were	  collected	  at	  the	  same	  
temperature.	  UCSF	  files	  were	  constructed	  from	  the	  2rr	  file	  for	  assignment	  and	  integration	  in	  SPARKY	  vs	  
3.1	  (10)	  using	  the	  bruk2uscf	  command	  from	  SPARKY.	  	  
Assignments	  were	  determined	  (using	  standard	  methods)	  for	  the	  mid	  range	  mixing	  time	  (125	  ms)	  
first	  as	  this	  usually	  provided	  complete	  pathways	  without	  the	  complication	  of	  spin	  diffusion.	  Clearly	  re-­‐
solved	  peaks	  were	  integrated	  using	  a	  Gaussian	  shape	  and	  the	  corresponding	  diagonal	  cross	  peak	  values	  
were	  monitored	  to	  check	  for	  90%	  agreement.	  If	  values	  differed	  more	  than	  10%	  a	  note	  was	  added	  and	  
either	  a	  Lorentzian	  or	  SUM	  OVER	  BOX	  integration	  method	  was	  attempted	  and	  a	  higher	  %	  error	  was	  as-­‐
signed.	  Additionally	  the	  peak	  intensity	  was	  compared	  to	  that	  of	  similar	  nucleotides	  to	  determine	  if	  it	  was	  
a	  reasonable	  value.	  If	  this	  did	  not	  resolve	  the	  discrepancy	  an	  even	  greater	  %	  error	  was	  assigned	  or	  if	  
peak	  appeared	  suspicious	  (such	  as	  containing	  significant	  T1	  noise,	  or	  located	  near	  the	  water)	  the	  peak	  
was	  discarded.	  For	  unresolved	  peaks	  a	  SUM	  OVER	  BOX	  method	  was	  used	  and	  a	  high	  percentage	  error	  
was	  manually	  assigned.	  The	  percent	  error	  assigned	  for	  each	  peak	  is	  not	  a	  hard	  fast	  rule,	  the	  values	  range	  
depending	  on	  the	  structure	  being	  generated	  and	  the	  quality	  of	  the	  NOESY	  data.	  It	  was	  very	  helpful	  to	  




5.4.3 CORMA	  MARDIGRAS	  and	  AMBER	  overview:	  
The	  program	  CORMA	  (11)	  is	  used	  to	  compared	  experimental	  NOE	  intensities	  to	  a	  given	  struc-­‐
ture.	  	  Theoretical	  NOE	  intensities	  are	  calculated	  based	  on	  an	  input	  structure	  and	  given	  parameters.	  
These	  values	  are	  then	  compared	  to	  an	  experimental	  intensity	  list.	  In	  the	  case	  of	  perfect	  agreement,	  an	  
RX	  value	  of	  0.0	  %	  would	  be	  obtained.	  It	  is	  important	  to	  remember	  RX	  values	  depend	  on	  an	  R6	  component.	  
For	  most	  nucleic	  acid	  duplexes	  ~	  10	  base	  pairs	  in	  length	  RX	  values	  of	  <	  6.0%	  are	  considered	  very	  good	  
and	  RX	  values	  <	  5.0%	  are	  excellent.	  	  
The	  program	  MARDIGRAS	  (12)	  is	  used	  to	  calculate	  distance	  restrains	  based	  on	  a	  given	  structure	  
and	  experimental	  intensity	  list.	  The	  calculated	  distance	  restraints	  account	  for	  spin	  diffusion	  that	  occurs	  
in	  long	  mixing	  time	  NOESY	  experiments.	  This	  allows	  for	  the	  derivation	  of	  distance	  restraints	  for	  protons	  
between	  4	  and	  5	  Å.	  Additionally	  this	  approach	  yields	  restraints	  with	  narrow	  well	  widths	  (~	  0.4	  Å)	  com-­‐
pared	  to	  the	  general	  classification	  method	  of	  weak	  /	  medium	  /	  strong	  (~	  1.5	  Å	  well	  widths).	  	  
The	  process	  for	  calculating	  a	  structure	  using	  the	  CORMA	  /	  MARDIGRAS	  method	  is	  not	  a	  cookie	  
cuter	  linear	  method.	  Restraints	  must	  be	  gradually	  added	  to	  refine	  a	  starting	  structure	  over	  the	  course	  of	  
a	  series	  of	  cycles	  Figure	  5-­‐14.	  The	  validity	  of	  the	  structure	  is	  monitored	  by	  the	  CORMA	  RX	  value.	  The	  
process	  is	  concluded	  when	  all	  of	  the	  useable	  experimental	  data	  is	  implemented,	  RX	  values	  are	  reduced	  
below	  an	  acceptable	  value,	  and	  all	  restraints	  are	  adequately	  satisfied.	  During	  the	  process	  it	  is	  important	  
to	  pay	  close	  attention	  to	  the	  content	  of	  the	  files	  that	  are	  being	  used.	  	  
	  
5.4.4 Detailed	  example	  of	  structure	  generation	  process:	  
The	  derivation	  of	  the	  CαAG	  structure	  is	  described	  below	  as	  an	  example	  of	  the	  structure	  genera-­‐
tion	  process.	  It	  is	  important	  to	  note	  that	  the	  rEM.in	  and	  rMD.in	  files	  were	  executed	  for	  AMBER	  9.0	  on	  
the	  aasgard.gsu.edu	  cluster	  and	  the	  syntax	  required	  for	  running	  AMBER	  will	  vary	  depending	  on	  the	  ver-­‐
sion	  and	  how	  it	  was	  compiled	  (Figure	  5-­‐15).	  Syntax	  errors	  do	  not	  necessarily	  produce	  an	  error	  report	  or	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readily	  identify	  themselves	  within	  the	  AMBER	  program.	  It	  is	  strongly	  encouraged	  to	  familiarize	  one'self	  
with	  the	  basic	  AMBER	  1	  tutorial	  by	  Ross	  walker	  provided	  at	  http://www.rosswalker.co.uk/tutorials/	  am-­‐
ber_workshop/Tutorial_one/	  in	  addition	  to	  running	  a	  known	  control	  MD	  simulation	  to	  verify	  AMBER	  is	  
working	  properly.	  	  
The	  term	  cycle	  will	  be	  defined	  as	  the	  following	  steps;	  a	  preMD	  CORMA	  check	  comparing	  the	  
given	  structure	  vs.	  an	  experimental	  intensity	  list,	  calculation	  of	  distance	  restraints	  by	  MARDIGRAS,	  re-­‐
strained	  minimization	  and	  molecular	  dynamic	  simulations	  in	  AMBER,	  and	  a	  post	  MD	  COMRA	  check	  com-­‐
paring	  the	  new	  structure	  back	  to	  the	  same	  list	  of	  experimental	  intensities	  (Figure	  5-­‐14).	  	  
During	  the	  1st	  cycle	  NOE	  restraints	  were	  not	  implemented	  (i.e.	  CORMA	  and	  MARDIGRAS	  are	  not	  
used	  in	  the	  1st	  cycle).	  The	  parameter	  /	  topology	  (*.prmtop)	  and	  initial	  coordinate	  (*.inpcrd	  or	  *.rst)	  files	  
were	  input	  into	  AMBER	  (Figure	  5-­‐14)	  along	  with	  base	  pairing	  (Figure	  15-­‐6),	  backbone	  torsion	  angle	  (Fig-­‐
ure	  5-­‐17),	  and	  sugar	  pucker	  restraints	  (Figure	  5-­‐18).	  Initial	  minimization	  (rEM)	  to	  the	  restraints	  was	  fol-­‐
lowed	  by	  50	  ps	  of	  restrained	  molecular	  dynamics	  (rMD)	  and	  a	  second	  restrained	  minimization.	  At	  the	  
end	  of	  the	  2nd	  rEM,	  the	  output	  file	  was	  checked	  to	  ensure	  all	  penalties	  were	  <	  2.0	  kcal	  /	  mol.	  If	  large	  
penalties	  were	  detected	  the	  restraints	  were	  reexamined	  to	  ensure	  proper	  formatting,	  syntax,	  and	  im-­‐
plementation	  by	  AMBER.	  	  	  
After	  all	  initial	  restraints	  were	  satisfied,	  an	  NOE	  intensity	  list	  was	  generated	  using	  SPARKY	  for	  
clearly	  resolved	  base	  to	  H1'	  cross-­‐peaks.	  A	  piece	  of	  an	  intensity	  list	  is	  shown	  in	  Figure	  5-­‐19	  for	  proper	  
syntax	  of	  assignments.	  SPARKY	  allows	  for	  color-­‐coding	  of	  each	  cross-­‐peak.	  It	  is	  recommended	  to	  develop	  
a	  color	  scheme	  for	  the	  following	  categories:	  clearly	  resolved	  peak	  with	  excellent	  fitting	  using	  the	  a	  Gaus-­‐
sian	  integration	  shape,	  clearly	  resolved	  peaks	  with	  slightly	  abnormal	  shapes	  or	  intensities	  that	  required	  a	  
SUM	  OVER	  BOX	  or	  SUM	  OVER	  ELIPSE	  fit,	  partially	  overlapped	  peaks	  that	  are	  an	  estimated	  integration	  
using	  SUM	  OVER	  BOX	  or	  SUM	  OVER	  ELIPSE,	  fully	  overlapped	  peaks	  that	  can	  not	  be	  resolved,	  and	  suspect	  
bad	  peaks	  that	  should	  NOT	  be	  used.	  The	  command	  "pC"	  will	  select	  all	  peaks	  of	  a	  similar	  color	  and	  "sl"	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will	  generate	  a	  list	  of	  all	  selected	  peaks.	  Experimental	  intensity	  lists	  should	  be	  saved	  using	  only	  the	  
MARDIGRAS	  format	  option.	  Additionally	  assignment	  syntax	  should	  be	  as	  shown	  in	  figure	  5-­‐19.	  	  Percent-­‐
age	  errors	  must	  be	  manually	  added	  to	  the	  experimental	  intensity	  list,	  this	  can	  be	  done	  using	  gedit	  or	  
excel.	  	  
The	  AMBER	  coordinate	  file	  from	  the	  1st	  cycle	  	  2nd	  rEM	  was	  then	  used	  with	  the	  parameter	  /	  to-­‐
pology	  file	  to	  generate	  a	  .pdb	  file	  using	  the	  amber2pdb	  script	  (Figure	  5-­‐20).	  The	  atom	  names	  in	  the	  pdb	  
file	  were	  changed	  using	  the	  PDB2MARD	  script	  (Figure	  5-­‐21)	  and	  the	  pdb	  was	  converted	  CORMA	  input	  
format	  using	  the	  corma.in	  module	  (Figure	  5-­‐14).	  	  The	  CORMA	  program	  was	  used	  to	  calculate	  RX	  values.	  
These	  were	  typically	  between	  9	  and	  13	  %	  at	  the	  start	  of	  the	  2nd	  cycle.	  The	  same	  intensity	  list	  and	  struc-­‐
ture	  (*.corma.pdb	  )	  were	  then	  input	  into	  the	  MARDIGRAS	  program(Figure	  5-­‐14).	  An	  example	  of	  the	  in-­‐
put	  parameter	  (INP.PARM)	  file	  is	  shown	  in	  Figure	  5-­‐22.	  	  
The	  resultant	  lower	  and	  upper	  distance	  limits	  of	  the	  *.bnds	  file	  (columns	  5	  and	  6)	  were	  plotted	  
in	  excel	  in	  addition	  to	  the	  well	  widths	  (the	  difference	  between	  lower	  and	  upper	  limits).	  If	  a	  distance	  was	  
calculated	  as	  0	  the	  line	  in	  the	  *.bnds	  file	  were	  commented	  out	  by	  inserting	  a	  #	  as	  the	  first	  character	  of	  
the	  line.	  If	  the	  majority	  of	  well	  widths	  were	  <	  0.3	  Å	  or	  >	  2.0	  Å,	  the	  overall	  noise	  level	  (located	  in	  
INP.PARM	  file)	  was	  adjusted	  accordingly	  (a	  good	  starting	  point	  is	  0.80%	  of	  the	  lowest	  integrated	  value)	  
and	  MARDGIRAS	  was	  re-­‐run.	  If	  this	  did	  not	  resolve	  the	  issue	  the	  data	  was	  again	  reexamined	  for	  possible	  
overlap	  or	  an	  incorrect	  assignment.	  Additionally	  individual	  %	  errors	  for	  peaks	  located	  near	  the	  water	  
signal	  or	  the	  diagonal	  required	  adjustments.	  Careful	  attention	  was	  paid	  to	  check	  that	  the	  lower	  and	  up-­‐
per	  limits	  were	  sensible.	  This	  could	  be	  checked	  by	  comparing	  the	  average	  of	  the	  lower	  and	  upper	  limit	  
for	  each	  restraint	  to	  an	  ~	  distance	  calculated	  from	  the	  experimental	  intensity	  using	  a	  two	  spin	  state	  ap-­‐
proximation	  and	  the	  average	  of	  the	  CH5	  -­‐	  CH6	  (2.46Å)	  or	  TH6-­‐TM7	  (1.77	  Å)	  values	  as	  a	  reference.	  	  
Once	  a	  satisfactory	  *.bnds	  file	  was	  obtained	  (this	  may	  still	  contain	  1	  -­‐	  2	  zeros	  during	  the	  1st	  cycle	  
for	  a	  given	  set	  of	  NOE	  intensities)	  the	  values	  were	  converted	  to	  an	  AMBER	  distance	  restraint	  file	  using	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the	  mardi2amber	  module.	  A	  force	  constant	  of	  30	  kcal	  /	  mol	  was	  applied	  with	  a	  2	  Å	  parabolic	  window	  
function	  between	  r1	  -­‐	  r2	  and	  r3	  -­‐	  r4.	  Linear	  force	  constants	  are	  used	  for	  values	  <	  r1	  or	  >	  r4.	  	  
The	  distance	  restraint	  file	  was	  combined	  with	  the	  other	  restraints	  and	  another	  set	  of	  AMBER	  
simulations	  were	  run	  starting	  with	  the	  end	  coordinate	  file	  from	  the	  1st	  cycle	  (Figure	  5-­‐14).	  At	  the	  end	  of	  
the	  1st	  rEM	  the	  output	  file	  was	  checked	  for	  large	  penalties.	  These	  were	  noted	  and	  may	  aid	  in	  identifying	  
bad	  restraints.	  After	  the	  rMD	  and	  2nd	  rEM	  simulations	  the	  output	  file	  was	  checked	  again	  to	  see	  if	  the	  re-­‐
straints	  had	  been	  satisfied.	  Large	  penalties	  at	  the	  end	  of	  the	  second	  rEM	  can	  be	  indicative	  of	  a	  bad	  re-­‐
straint	  and	  the	  NOE	  data	  should	  be	  carefully	  scrutinized	  to	  ensure	  all	  intensities	  are	  clearly	  resolved	  and	  
properly	  integrated.	  The	  resultant	  coordinate	  file	  was	  again	  converted	  to	  a	  pdb	  and	  checked	  against	  the	  
NOE	  intensity	  list	  in	  CORMA	  (Figure	  5-­‐14).	  Subsequent	  3rd	  and	  4th	  cycles	  were	  run	  using	  the	  same	  in-­‐
tensity	  list	  and	  starting	  each	  AMBER	  simulation	  with	  the	  coordinate	  file	  from	  the	  previous	  cycles	  2nd	  
rEM.	  The	  RX	  values	  should	  decrease	  over	  the	  course	  of	  the	  cycles.	  Once	  the	  RX	  value	  reaches	  a	  plateau	  
(usually	  between	  5	  and	  6	  %,	  however	  if	  only	  a	  few	  intensities	  <	  40	  are	  being	  used,	  the	  values	  may	  re-­‐
main	  higher)	  more	  experimental	  intensities	  were	  added	  to	  the	  list.	  The	  data	  was	  implemented	  in	  the	  
following	  order;	  A)	  base	  -­‐H1',	  Base-­‐H2'1	  and	  Base-­‐H2'2,	  B)	  Base	  -­‐	  H3'	  and	  Base	  -­‐	  methyl	  (M7),	  C)	  Base	  -­‐	  
H4',	  base-­‐base	  and	  H1'	  -­‐	  M7,	  D)	  inter	  sugar	  -­‐	  sugar	  intensities	  and	  AH2	  intensities.	  For	  the	  1st	  methyl	  re-­‐
straint	  generated	  the	  term	  ir6=1,	  must	  be	  added	  as	  shown	  in	  Figure	  5-­‐23.	  This	  only	  has	  to	  be	  done	  for	  
the	  1st	  methyl	  restraint	  and	  it	  will	  be	  applied	  to	  all	  polar	  coordinate	  restraints	  in	  the	  list.	  This	  term	  allows	  
for	  free	  rotation	  of	  the	  methyl	  group	  and	  removes	  a	  steric	  clash,	  without	  it	  the	  amber	  simulation	  will	  not	  
work	  properly	  and	  can	  introduce	  large	  distortions	  into	  the	  structure	  or	  seize	  the	  simulation	  and	  crash	  
the	  program	  and	  cluster.	  	  Additionally	  data	  for	  AH2	  protons	  may	  generate	  obscure	  restraints.	  Be	  careful	  
not	  to	  run	  too	  many	  cycles	  to	  try	  and	  incorporate	  AH2	  data	  as	  this	  can	  add	  faulty	  distortions	  to	  the	  
structure.	  If	  abnormal	  restraints	  are	  generated	  for	  AH2	  data	  during	  the	  1st	  cycle	  of	  implementation	  it	  is	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strongly	  advised	  to	  use	  a	  weak	  medium	  strong	  classification	  and	  add	  these	  restraints	  as	  qualitative	  val-­‐
ues.	  	  
The	  data	  implemented	  thus	  far	  generates	  restraints	  referred	  to	  as	  structure	  driving	  restraints	  
because	  they	  will	  drive	  the	  overall	  form	  of	  the	  structure.	  Intra	  sugar	  -­‐sugar	  restraints	  such	  as	  H1'-­‐H2'1	  
and	  H1'-­‐H2'2	  should	  be	  added	  after	  all	  the	  structure	  driving	  data	  has	  been	  accommodated.	  When	  add-­‐
ing	  intra	  sugar	  intensities	  the	  RX	  value	  may	  increase	  significantly.	  There	  are	  a	  couple	  of	  options	  available	  
to	  deal	  with	  this.	  One	  may	  use	  a	  reduced	  force	  constant	  for	  intra	  sugar	  restraints,	  however	  this	  has	  to	  be	  
currently	  done	  manually	  as	  the	  *.bnds	  file	  does	  not	  separate	  the	  restraints.	  	  A	  second	  option	  is	  to	  not	  
include	  the	  intra	  sugar	  -­‐	  sugar	  restraints	  as	  the	  sugar	  conformation	  is	  already	  defined	  for	  the	  dominant	  
form	  by	  the	  sugar	  pucker	  torsion	  angle	  restraints.	  However	  this	  will	  result	  in	  reporting	  a	  lower	  number	  
of	  restraints	  per	  nucleotide	  (others	  may	  question	  the	  validity	  of	  the	  final	  structure).	  The	  third	  option	  is	  
to	  increase	  the	  %	  error	  assigned	  to	  each	  intra	  sugar	  -­‐sugar	  cross-­‐peak.	  This	  will	  result	  in	  larger	  well	  
widths	  and	  should	  be	  done	  incrementally	  so	  as	  to	  not	  generate	  a	  bunch	  of	  useless	  restraints	  with	  well	  
widths	  of	  >	  2	  Å.	  	  For	  the	  CαAG	  structure	  the	  third	  option	  was	  used	  to	  aid	  in	  defining	  sugars	  where	  COSY	  
coupling	  data	  could	  not	  be	  clearly	  resolved.	  	  
After	  all	  useable	  data	  was	  introduced	  and	  RX	  values	  were	  acceptable	  (<	  	  7.0	  %)	  	  for	  the	  125	  ms	  
mixing	  time	  NOESY,	  this	  procedure	  was	  repeated	  for	  the	  50	  ms	  and	  250	  ms	  NOESY	  spectra.	  The	  final	  
structure	  from	  the	  125ms	  mixing	  time	  was	  used	  for	  the	  start	  of	  250	  ms	  NOESY	  cycle.	  	  
After	  all	  mixing	  times	  were	  completed	  final	  structures	  from	  each	  mixing	  time	  were	  overlaid	  and	  
visually	  compared.	  Deviations	  between	  the	  structures	  were	  closely	  examined	  in	  the	  appropriate	  region	  
of	  each	  spectra	  to	  ensure	  validity.	  Once	  structures	  were	  deemed	  acceptable	  quantitative	  distances	  were	  
averaged	  using	  the	  AVEBNDS	  script	  from	  MARDIGRAS.	  The	  average	  restraint	  list	  was	  then	  examined	  to	  
ensure	  well	  widths	  were	  acceptable	  (>	  0.3	  Å	  <	  2.0	  Å	  between	  r2	  -­‐	  r3	  )	  and	  another	  AMBER	  and	  CORMA	  
cycle	  was	  completed.	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At	  this	  point	  RDC	  restraints	  were	  introduced	  in	  stages.	  During	  the	  1st	  AMBER	  cycle	  base	  RDC	  re-­‐
straints	  were	  implemented	  with	  a	  dwt	  penalty	  function	  of	  1.0	  The	  penalty	  output	  function	  (pnlty)	  was	  
set	  to	  0.0	  to	  check	  proper	  implementation	  of	  all	  RDC	  restraints	  in	  the	  output	  file.	  At	  first	  structures	  were	  
held	  rigid	  while	  the	  alignment	  tensor	  was	  minimized,	  followed	  by	  minimization	  of	  the	  alignment	  tensor	  
and	  structure	  together.	  This	  was	  followed	  by	  a	  50	  ps	  rMD	  and	  further	  minimization.	  It	  is	  important	  to	  
remember	  to	  update	  the	  alignment	  tensor	  in	  the	  *DIP.rst	  file	  after	  each	  rEM	  and	  rMD.	  CORMA	  then	  was	  
used	  to	  asses	  the	  RX	  values.	  	  
After	  minimization	  and	  CORMA	  analysis	  the	  remaining	  sugar	  RDC	  restraints	  were	  added	  to	  the	  
DIP.rst	  file	  followed	  by	  a	  second	  AMBER	  cycle	  and	  CORMA	  evaluation.	  	  
	  
5.4.5 Final	  structure(s)	  and	  analysis	  by	  CURVES:	  
After	  all	  restraints	  were	  implemented	  a	  10	  ns	  rMD	  was	  run.	  (It	  is	  advisable	  to	  record	  the	  mdcrd	  
1	  for	  every	  10	  ps	  for	  size	  reasons).	  This	  was	  followed	  by	  a	  50	  ps	  rMD	  with	  the	  mdcrd	  recorded	  	  at	  1	  /	  ps.	  
The	  final	  10	  coordinate	  files	  were	  individually	  minimized	  to	  all	  restraints.	  A	  final	  structure	  was	  selected	  
based	  on	  a	  best	  agreement	  to	  all	  AMBER	  violations.	  Typically	  all	  ten	  structures	  exhibited	  similar	  values	  
for	  distance,	  torsion	  angle,	  and	  RDC	  violations.	  Final	  CORMA	  RX	  values	  were	  calculated	  using	  a	  series	  of	  
different	  correlation	  times	  (2.0	  -­‐	  4.0	  ns)	  to	  determine	  optimum	  RX	  values.	  	  
The	  final	  structure	  was	  convert	  to	  a	  pdb	  using	  the	  amber2pdb	  script	  shown	  in	  Figure	  5-­‐20	  fol-­‐
lowed	  by	  the	  pdb2CURVES	  script	  shown	  in	  Figure	  5-­‐24.	  The	  structure	  was	  then	  analyzed	  using	  the	  






5.5 Base	  pair	  life	  time	  determination:	  	  
	  
5.5.1 Sample	  preparation	  data	  acquisition:	  
Oligonucleotides	  were	  synthesized	  or	  purchased	  from	  Integrated	  DNA	  Technologies	  and	  de-­‐
protected	  in	  14.3	  N	  ammonium	  hydroxide	  at	  55°	  C	  for	  14	  hours.	  DNA	  purchased	  from	  IDT	  must	  be	  de-­‐
protected	  prior	  to	  use	  or	  residual	  protection	  groups	  can	  alter	  the	  quantification	  there	  by	  changing	  the	  
stoichiometry,	  and	  base	  pairing.	  Following	  2	  x	  lyophilization,	  sodium	  chloride	  was	  added	  and	  strands	  
were	  desalted	  by	  size	  exclusion	  and	  quantified	  as	  described	  in	  section	  5.13.	  	  ~	  1.0	  mM	  DNA	  duplex	  sam-­‐
ples	  were	  prepared	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate	  with	  50	  mM	  NaCl,	  200	  µM	  Triethylamine	  (TEA)	  and	  0.2	  
µM	  DSS	  (Vtot	  300	  µl)	  with	  10%	  D2O,	  pH	  7.0.	  	  	  
A	  shortened	  SHIGEMI	  tube	  was	  used	  for	  experiments	  to	  allow	  for	  pH	  measurements	  inside	  the	  
NMR	  tube.	  Initial	  base	  pairing	  was	  checked	  using	  a	  1-­‐1	  jump	  return	  pulse	  program	  and	  chemical	  shifts	  
were	  determined	  from	  a	  1-­‐1	  NOESY.	  If	  stoichiometry	  was	  questionable	  samples	  were	  lyophilized,	  hy-­‐
drated	  in	  D2O,	  heated	  to	  340	  K,	  and	  the	  integration	  of	  CH5	  and	  methyl	  groups	  was	  assessed.	  Stock	  
strands	  were	  added	  in	  appropriate	  amounts	  until	  the	  correct	  stoichiometry	  was	  confirmed.	  Samples	  
were	  returned	  to	  90	  %	  H2O	  and	  a	  series	  of	  T1	  experiments	  were	  recorded	  using	  selective	  1.0	  ms	  I	  and	  E	  
BURP	  pulses	  centered	  on	  the	  imino	  proton	  region.	  The	  delay	  list	  was	  optimized	  to	  provide	  the	  best	  data	  
dispersion	  across	  for	  the	  majority	  of	  base	  pairs.	  The	  final	  list	  was	  as	  follows:	  0.010,	  0.1,	  5,	  10,	  25,	  50,	  75,	  
150,	  250,	  500,	  750,	  1000,	  1500,	  3000	  ms	  (Figure	  24)	  (Figure	  25).	  	  
	  
5.5.2 Data	  processing	  and	  analysis	  
Identical	  processing	  values	  must	  be	  used	  for	  each	  set	  of	  experiments	  (i.e.	  phasing	  and	  base	  line	  
correction).	  The	  baseline	  was	  corrected	  using	  a	  defined	  point	  method	  and	  the	  SAB	  file	  was	  manually	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copied	  to	  each	  pdata	  directory.	  T1	  values	  were	  determined	  by	  manually	  measuring	  the	  absolute	  inten-­‐
sity	  of	  each	  peak,	  normalizing	  the	  data	  to	  1.0	  and	  curve	  fit	  (equation	  for	  T1	  relaxation	  shown	  in	  Figure	  5-­‐
25)	  using	  KaleidaGraph.	  	  T1	  experiments	  were	  performed	  at	  276	  pH	  7.6,	  and	  288	  pH	  8.4.	  	  
Three	  separate	  stock	  solutions	  of	  NH4OH	  were	  prepared	  ~	  1.0	  M,	  3.5	  M,	  and	  5.0	  M,	  in	  10mM	  
sodium	  phosphate	  100	  mM	  NaCl	  and	  the	  pH	  was	  adjusted	  to	  ~	  8.0.	  Using	  the	  appropriate	  stock	  solution	  
required	  to	  add	  the	  smallest	  volume	  that	  could	  be	  reasonable	  pipetted	  (0.4	  µl	  was	  the	  lower	  limit	  for	  1.0	  
M	  stock	  solution)	  samples	  were	  titrated	  with	  NH4OH	  and	  T1	  values	  were	  recorded	  at	  276	  K,	  pH	  7.6	  and	  
288	  K,	  pH	  8.4.	  This	  was	  repeated	  and	  catalyst	  was	  incrementally	  added	  to	  yield	  hypothetical	  sample	  
concentrations	  of:	  0,	  2,	  5,	  10,	  15,	  30,	  50,	  70,	  100,	  150,	  200,	  300,	  400	  mM.	  Actual	  values	  of	  NH3OH	  were	  
calculated	  based	  on	  the	  pH	  and	  pKa	  using	  the	  Henderson	  Hasselbalch	  equation.	  The	  pH	  was	  adjusted	  
after	  each	  addition	  of	  catalyst	  and	  each	  time	  temperature	  was	  changed.	  Additionally	  the	  pH	  was	  moni-­‐
tored	  by	  the	  chemical	  shifts	  of	  internal	  TEA.	  Briefly	  a	  calibration	  chart	  for	  the	  chemical	  shifts	  of	  the	  trip-­‐
let	  peaks	  of	  TEA	  vs.	  pH	  was	  constructed.	  TEA	  was	  added	  to	  each	  NMR	  sample	  and	  the	  differences	  in	  
chemical	  shift	  were	  used	  to	  calculate	  the	  pH	  as	  shown	  in	  	  Table	  5-­‐3.	  	  
After	  all	  the	  spectra	  were	  measured	  and	  T1	  values	  were	  calculated,	  base	  pair	  lifetimes	  were	  de-­‐
termined	  from	  the	  plot	  of	  1	  /	  [Cat]	  vs	  	  τex	  (Figure	  26).	  Extrapolating	  to	  the	  limit	  of	  infinite	  catalyst	  con-­‐
centration,	  each	  base	  opening	  event	  results	  in	  instantaneous	  exchange	  with	  the	  solvent,	  the	  base	  pair	  
lifetime	  can	  be	  calculated	  from	  the	  y	  intercept	  and	  KD	  (the	  fraction	  open)	  can	  be	  determined	  from	  the	  
slope	  using	  eq	  5-­‐7	  (14).	  	  eq.	  5-­‐	  7.	   	   	  τex	  =	  τopen	  +	  1	  /	  (Kd	  α[B]ki)	  
α	  is	  a	  correction	  factor	  for	  the	  accessibility	  difference	  of	  imino	  protons	  between	  a	  mononucleo-­‐
side	  and	  open	  state	  of	  an	  oligonucleotide,	  values	  are~	  1.0	  but	  	  can	  vary	  from	  0.1	  to	  10	  for	  different	  cata-­‐
lysts	  (14).	  [B]	  is	  the	  concentration	  of	  added	  base	  and	  ki	  is	  the	  imino	  proton	  transfer	  rate.	  The	  ki	  rate	  is	  ~	  2	  
123 
x	  108	  s-­‐1	  M-­‐1	  and	  is	  independent	  of	  temperature	  between	  15	  and	  60	  °C	  and	  is	  expected	  to	  be	  similar	  at	  




























Figure	  5-­‐1.	  Equation	  used	  for	  curve	  fitting	  of	  a	  dimmer	  assuming	  a	  two	  state	  transition.	  	  Format-­‐










































































Figure	  5-­‐4.	  Pulse	  programs	  illustrating	  the	  differences	  between	  a	  standard	  phase	  sensitive	  NO-­‐
ESY	  and	  a	  Constant	  Time	  NOESY	  pulse	  program.	  For	  the	  standard	  phase	  sensitive	  NOESY	  d1	  represents	  
the	  delay	  between	  scans	  and	  d8	  is	  the	  mixing	  time.	  For	  the	  constant	  time	  NOESY	  Φ	  represents	  different	  












Figure	  5-­‐5.	  Example	  of	  attenuated	  and	  reference	  spectra	  collected	  from	  a	  constant	  time	  NOESY	  
















Figure	  5-­‐6.	  Pulse	  program	  for	  a	  constant	  time	  COSY	  experiment.	  a	  =	  pulse	  used	  during	  attenu-­‐
















Figure	  5-­‐7.	  Diagram	  illustrating	  COSY	  cross	  peak	  patterns	  and	  how	  to	  measure	  individual	  cou-­‐
pling	  constants.	  The	  summation	  of	  the	  coupling	  constant	  can	  be	  approximated	  from	  the	  outer	  peaks	  of	  
the	  observed	  COSY	  cross	  peaks.	  For	  couplings	  involving	  H3'	  resonances	  spectra	  should	  be	  recorded	  with	  
































Figure	  5-­‐8.	  Plot	  for	  calculating	  dominant	  sugar	  conformation	  from	  observed	  coupling	  constants.	  
Parameters	  are	  PN	  =	  9°	  and	  phase	  amplitude	  =	  35°.	  	  Solutions	  should	  be	  bound	  in	  a	  range	  that	  best	  sat-­‐
isfies	  the	  calculated	  coupling	  constants.	  Phase	  amplitude	  of	  the	  S	  conformation	  sugar	  pucker	  can	  be	  





Figure	  5-­‐9.	  Plot	  for	  calculating	  pseudorotation	  angle	  (PPA)	  from	  calculated	  dominant	  form	  cou-­‐
pling	  constants.	  	  ∑1'	  (dot),	  ∑2'1	  (triangle),	  ∑H2'2	  (*),	  ∑H3'	  (open	  square)	  Figure	  from	  van	  Wijki	  et.	  al.	  







Figure	  5-­‐10.	  Example	  input	  format	  for	  the	  PUCKER	  script	  from	  AMBER	  9.0.	  Used	  to	  convert	  PPA	  








Figure	  5-­‐11.	  Plot	  used	  for	  determining	  pf1	  concentration	  from	  the	  observed	  splitting	  of	  D2O.	  Fig-­‐

















































Figure	  5-­‐14.	  Overview	  schematic	  for	  CORMA	  AMBER	  MARDIGRAS	  structure	  generation	  proce-­‐
dure.	  	  Programs	  are	  shown	  in	  a	  box,	  arrows	  are	  used	  to	  represent	  the	  standard	  flow	  of	  information,	  and	  	  
scripts	  for	  converting	  syntax	  and	  file	  format	  are	  shown	  in	  blue.	  This	  diagram	  represents	  a	  suggested	  






















Figure	  5-­‐15.	  Control	  files	  used	  by	  AMBER	  9.0	  to	  specify	  parameters	  for	  restrained	  and	  molecular	  
dynamic	  simulations.	  Syntax	  shown	  is	  for	  AMBER	  9.0	  executed	  on	  aasgard.gsu.edu	  cluster	  and	  may	  vary	  















Figure	  5-­‐16.	  Examples	  of	  Watson	  Crick	  distance	  and	  angle	  restraints	  for	  standard	  GC	  and	  AT	  








Figure	  5-­‐17.	  Example	  of	  DNA	  backbone	  torsion	  angle	  restraints.	  Restraints	  were	  made	  using	  the	  
makeANGLE.rst	  script	  from	  AMBER	  9.0	  (9)	  .	  The	  force	  constants	  rk2	  and	  rk3	  were	  manually	  adjusted	  to	  













Figure	  5-­‐18.	  Example	  of	  sugar	  pucker	  torsion	  angle	  restraints.	  Restraint	  list	  was	  generated	  using	  
the	  PUCKER	  script	  from	  AMBER	  9.0	  (9).	  	  Force	  constant	  values	  for	  rk2	  and	  rk3	  were	  manually	  adjusted	  















Figure	  5-­‐19.	  Example	  of	  intensity	  list	  generated	  by	  SPARKY	  (10)	  for	  input	  into	  COMRA	  and	  MAR-­‐
DIGRAS.	  Percentage	  error	  was	  manually	  assigned	  and	  added	  to	  the	  list.	  Syntax	  shown	  for	  assignment	  





Figure	  5-­‐20.	  Script	  from	  AMBER	  9.0	  used	  for	  converting	  topology	  and	  coordinate	  files	  to	  a	  pdb	  
format.	  Files	  ending	  in*.	  inpcrd	  traditionally	  initial	  coordinates,	  and	  coordinate	  files	  after	  simulations	  are	  





















Figure	  5-­‐21.	  PDB2MARD	  script	  used	  for	  converting	  the	  syntax	  of	  anAMBER	  generated	  pdb	  file	  to	  




Figure	  5-­‐22.	  Parameters	  for	  MARDIGRAS	  calculations.	  Absolute	  noise	  should	  be	  adjusted	  to	  ~	  %	  













Figure	  5-­‐23.	  Example	  of	  modified	  polar	  restraint	  for	  methyl	  group.	  "ir6=1,"	  must	  be	  added	  to	  the	  
first	  polar	  coordinate	  restraint	  in	  the	  restraint	  list	  for	  AMBER	  to	  properly	  implement	  polar	  restraints.	  
























Figure	  5-­‐25.	  Diagram	  of	  T1	  experiment.	  Data	  is	  collected	  for	  a	  series	  of	  delays	  and	  fit	  to	  T1	  re-­‐
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Figure	  5-­‐26.	  Example	  of	  collected	  spectra	  during	  a	  T1	  experiment	  with	  varying	  delays.	  As	  d17	  is	  
increased	  the	  spectra	  return	  to	  a	  positive	  phase.	  Fitting	  the	  intensity	  of	  a	  peak	  to	  the	  relaxation	  equa-­‐
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Figure	  5-­‐27.	  Example	  of	  T1	  value	  determination	  for	  imino	  protons	  of	  a	  DNA	  duplex	  containing	  a	  
GA	  mismatch	  flanked	  by	  5'	  adenosine	  and	  3'	  cytosine	  plotted	  data.	  For	  T2	  near	  the	  end	  of	  the	  duplex	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Figure	  5-­‐28.	  Plot	  of	  τex	  values	  vs.	  1	  /	  [Catalyst	  mM]	  for	  a	  DNA	  duplex	  containing	  a	  GT	  mismatch	  
flanked	  by	  5'	  adenosine	  and	  3'	  cytosine.	  The	  base	  pair	  life	  time	  can	  be	  calculated	  from	  the	  y-­‐intercept	  





Table	  5-­‐1.	  Table	  for	  determining	  minor	  conformation	  coupling	  constant	  values.	  Table	  from	  












Table	  5-­‐3.	  Triethyl	  amine	  internal	  pH	  reference.	  A	  calibration	  curve	  was	  constructed	  using	  ~	  1.0	  
mM	  TEA	  in	  10	  mM	  sodium	  phosphate	  100	  mM	  sodium	  chloride,	  10%	  D2O,	  0.5	  mM	  EDTA.	  From	  a	  stock	  
solution	  of	  0.2	  M	  TEA	  in	  H2O,	  ~	  2.0	  µl	  was	  added	  to	  each	  NMR	  sample.	  Measuring	  the	  difference	  be-­‐
tween	  peaks	  C	  and	  D	  the	  pH	  was	  calculated	  using	  the	  following	  equation	  Y	  =	  0.25811X	  +	  1.384.	  Where	  y	  
=	  |	  Δ	  TEA	  peak	  C	  -­‐	  peak	  D|,	  and	  X	  =	  pH	  at	  288	  K	  .	  	  The	  calibration	  curve	  assumes	  a	  linear	  relationship	  be-­‐
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6 Concluding	  remarks	  
We	  have	  investigated	  subtle	  features	  of	  nucleic	  acid	  substrates	  such	  as	  the	  stereo	  specific	  form	  
of	  a	  modification	  or	  the	  sequence	  surrounding	  a	  damage	  site	  in	  order	  to	  determine	  the	  impact	  on	  the	  
(local	  and	  global)	  structure	  and	  mobility.	  Multiple	  NMR	  techniques	  were	  used	  to	  define	  specific	  struc-­‐
tural	  features	  of	  the	  investigated	  substrates	  such	  as:	  backbone	  torsion	  angles,	  deoxyribose	  sugar	  con-­‐
formation	  and	  base	  pairing.	  Additional	  programs	  were	  used	  to	  derive	  precise	  distance	  restraints,	  and	  
residual	  dipolar	  coupling	  was	  used	  to	  define	  macroscopic	  features	  and	  assess	  the	  overall	  topology.	  
These	  findings	  were	  then	  correlated	  to	  observed	  trends	  in	  enzyme	  activity,	  and	  in	  one	  case	  used	  to	  pre-­‐
dict	  whether	  the	  modification	  would	  impede	  the	  nucleic	  acid	  from	  being	  a	  substrate.	  	  
In	  some	  cases	  the	  high	  resolution	  structure	  was	  able	  to	  directly	  explain	  the	  observed	  enzyme	  ac-­‐
tivity,	  while	  other	  systems	  required	  a	  more	  in	  depth	  interpretation	  of	  the	  structures,	  and	  yet	  for	  other	  
systems	  structural	  features	  were	  not	  able	  to	  be	  defined	  due	  to	  dynamic	  components.	  
In	  chapter	  2,	  stereo	  specific	  DNA	  backbone	  modifications	  to	  DNA	  /	  RNA	  hybrids	  were	  investi-­‐
gated	  to	  determine	  the	  hypothetical	  activity	  of	  RNase	  H1,	  however	  the	  final	  NMR	  structures	  by	  them-­‐
selves	  were	  unable	  to	  provide	  a	  direct	  answer.	  The	  resultant	  structures	  revealed	  that	  neither	  modifica-­‐
tion	  grossly	  disrupted	  the	  overall	  structure	  of	  the	  DNA	  RNA	  hybrid.	  This	  information	  was	  then	  used	  to	  
predict	  that	  a	  fully	  modified	  DNA	  backbone	  would	  maintain	  the	  same	  structure,	  however	  the	  overall	  
topology	  would	  be	  altered	  and	  thereby	  would	  impact	  the	  interactions	  with	  RNaseH1.	  	  
In	  chapter	  3,	  a	  specific	  structural	  feature	  could	  not	  be	  identified	  to	  provide	  a	  correlation	  be-­‐
tween	  the	  mismatch	  DNA	  substrate	  and	  modulation	  of	  activity	  by	  the	  recognition	  enzyme	  MSH2-­‐MSH6.	  
This	  was	  due	  to	  a	  lack	  of	  available	  restraints	  that	  was	  a	  result	  of	  dynamic	  movements	  in	  DNA	  duplex.	  
However	  the	  dynamic	  components	  of	  the	  surrounding	  bases	  were	  able	  to	  provide	  an	  explanation.	  
Unique	  flanking	  sequences	  about	  a	  mismatch	  site	  were	  shown	  to	  alter	  the	  base	  pair	  lifetimes,	  and	  could	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aid	  in	  the	  insertion	  of	  a	  conserved	  Phe	  from	  MSH2-­‐MSH6	  at	  the	  3'	  side	  of	  the	  mismatch	  thereby	  modu-­‐
lating	  recognition.	  	  	  
In	  chapter	  4	  the	  highly	  restrained	  structure	  of	  a	  DNA	  duplex	  was	  able	  to	  provide	  a	  direct	  expla-­‐
nation	  for	  how	  changes	  in	  the	  flanking	  sequence	  of	  an	  αA	  lesion	  can	  modulate	  interaction	  with	  endonu-­‐
clease	  IV.	  For	  an	  αA	  contain	  in	  a	  CαAG	  sequence	  motif	  a	  reduction	  in	  the	  induced	  kink	  angle	  and	  minor	  
groove	  opening	  were	  observed.	  The	  better	  base	  stacked	  and	  more	  B	  helical	  structure	  of	  the	  CαAG	  du-­‐
plex	  would	  change	  the	  energy	  required	  to	  deform	  the	  substrate	  during	  recognition	  and	  processing	  and	  
thereby	  could	  modulate	  endonuclease	  IV	  activity.	  	  
Another	  approach	  to	  investigating	  nucleic	  acid	  substrates	  is	  through	  molecular	  modeling.	  This	  
can	  be	  particularly	  useful	  to	  narrow	  the	  list	  of	  possible	  samples	  for	  investigation	  in	  addition	  to	  providing	  
valuable	  insight	  into	  dynamic	  movements	  that	  are	  currently	  difficult	  to	  study	  by	  biophysical	  techniques.	  	  
Currently	  we	  are	  attempting	  to	  investigate	  dynamic	  features	  of	  mismatched	  DNA	  duplex	  in	  the	  micro	  
and	  millisecond	  timescale	  through	  the	  use	  of	  large	  cluster	  computing	  and	  accelerated	  dynamics.	  With	  
the	  use	  experimental	  NMR	  data,	  restrained	  molecular	  modeling	  takes	  advantage	  of	  in	  silico	  chemistry	  
while	  still	  grounding	  the	  results	  in	  experimental	  data.	  	  
Taken	  together	  the	  results	  of	  these	  investigations	  suggest	  that	  a	  single	  technique	  or	  approach	  
cannot	  directly	  provide	  all	  the	  answers	  for	  understanding	  how	  nucleic	  acids	  interact	  with	  enzymes.	  Of-­‐
ten	  a	  detailed	  understanding	  of	  the	  system	  is	  required	  before	  the	  results	  can	  be	  interpreted	  and	  under-­‐
stood.	  This	  underscores	  the	  importance	  of	  trying	  to	  understand	  the	  biological	  system	  as	  it	  exists	  in	  a	  na-­‐
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S1:	  150	  ms	  NOESY	  base	  (H6/H8)	  to	  sugar	  (H1’)	  pathway	  for	  RP	  hybrid	  (a)	  and	  SP	  hybrid	  (b).	  	  DNA	  
pathways	  and	  cross	  peaks	  shown	  in	  orange.	  RNA	  pathways	  and	  cross	  peaks	  shown	  in	  purple.	  Inter-­‐
strand	  cross	  peaks	  labeled	  in	  red.	  Sample	  conditions:	  ~1.0	  mM	  duplex	  10	  mM	  sodium	  phosphate,	  100	  











S2:	  	  ε	  torsion	  angles	  for	  RP	  hybrid,	  	  	  ε	  torsion	  angles	  for	  SP	  hybrid.	  	  Data	  not	  available,	  value	  















S3:	  {31P}	  Low	  flip	  angle	  COSY.	  	  DNA	  H1’–H2’1	  and	  H1’–H2’2	  cross	  peaks	  at	  the	  ends	  of	  each	  du-­‐
plex	  are	  shown.	  	  RP	  hybrid	  cross	  peaks	  shown	  in	  red	  and	  green,	  SP	  hybrid	  cross	  peaks	  in	  yellow	  and	  blue.	  	  
Aligning	  each	  set	  of	  cross	  peaks	  reveals	  that	  3JH1’-­‐H2’1,	  





















S4:	  Chemical	  shifts	  for	  RP	  hybrid,	  SP	  hybrid,	  and	  Control	  hybrid.	  
1H	  chemical	  shift	  assignments	  
were	  determined	  for	  both	  duplexes	  from	  2D	  NOESY	  pathways,	  with	  the	  assistance	  of	  2D	  TOCSY	  and	  
COSY	  experiments.	  Sugar	  H3’	  and	  H4’	  chemical	  shifts	  were	  used	  to	  assign	  the	  31P	  resonances	  via	  HPCOR	  















S5:	  Helical	  properties	  of	  the	  final	  NMR	  BH3	  modified	  DNA	  /	  RNA	  structures.	  RP	  hybrid	  value	  in	  










S6:	  	  a)	  Summary	  of	  DNA	  sugar	  pucker	  (fraction	  south	  /	  2’	  endo	  conformation)	  analysis.	  RP	  hybrid	  
DNA	  dominant	  sugar	  pucker	  ()	  and	  SP	  hybrid	  dominant	  DNA	  sugar	  pucker	  ()	  derived	  from	  coupling	  
constants	  using	  graphical	  method	  developed	  by	  (13)	  light	  color	  shaded	  rectangles	  and	  diamond	  ranges	  
are	  estimated	  based	  on	  13C1’	  chemical	  shifts	  and	  NOESY	  intensities.	  	  Sugar	  pucker	  of	  an	  unmodified	  DNA	  
RNA	  hybrid	  ()	  previously	  published	  (22)	  
b)	  13C1’	  chemical	  shifts	  for	  the	  RP	  hybrid	  ()	  and	  SP	  hybrid	  ().	  	  
c)	  Table	  of	  base	  (H8	  /	  H6)	  to	  sugar	  (H1’,	  H3’,	  and	  H4’)	  intensities.	  For	  the	  SP	  hybrid	  G6	  H8-­‐H1’	  and	  
H3’-­‐H1’	  cross	  peaks	  have	  similar	  intensities	  and	  chi’s	  as	  G3.	  For	  G4,	  H8-­‐H3’	  and	  H8-­‐H4’	  are	  more	  intense	  
compared	  to	  the	  corresponding	  G3	  and	  G6	  cross	  peaks	  establishing	  a	  more	  favored	  N	  type	  pucker.	  This	  is	  
also	  supported	  by	  a	  higher	  C1’	  chemical	  shift	  observed	  for	  G4.	  (Higher	  C1’	  ppm	  indicative	  of	  a	  more	  
dominant	  N	  type	  sugar.)	  Comparing	  T5	  C1’	  to	  T2	  C1’	  and	  the	  RP	  T2	  C1’	  and	  T8	  C1’	  suggests	  the	  highest	  N	  
population	  for	  T5	  among	  all	  thymine	  sugars.	  Additionally	  this	  is	  supported	  by	  the	  increase	  in	  T5	  H6-­‐H3’	  
intensity	  compared	  to	  SP	  T2	  and	  RP	  T2	  (compare	  ratio	  of	  H6-­‐H3’/H6-­‐H1’	  when	  looking	  between	  hybrids,	  RP	  
T2	  ~	  1.2/1,	  SP	  T2	  ~	  1.25/1,	  SPT5	  ~	  1.8/1).	  	  
	   For	  the	  RP	  hybrid	  G3	  and	  G6	  have	  a	  lower	  C1’	  compared	  to	  G4	  indicating	  a	  more	  great	  N	  
type	  population.	  With	  muddled	  trends	  observed	  in	  the	  cross	  peak	  intensities	  (significant	  amount	  of	  
overlap)	  similar	  C1’	  chemical	  shifts	  for	  SP	  G3	  and	  G6	  suggest	  mixed	  populations	  with	  a	  possible	  slightly	  





A	  model	  borano	  phosphate	  linkage	  was	  constructed	  and	  stepwise	  minimized	  to	  the	  HF	  6-­‐31G*	  
level	  of	  theory	  in	  Gaussian.	  	  Charge	  derivation	  calculations	  were	  completed	  utilizing	  the	  R.E.D.	  automa-­‐
tion	  script	  which	  uses	  Guassian	  (28)	  to	  calculate	  Molecular	  Electrostatic	  Potential	  (MEP)	  charges	  (HF	  6-­‐
31G*)	  and	  AMBER	  RESP	  to	  convert	  these	  to	  restrained	  electrostatic	  potentials.	  The	  structure	  was	  reori-­‐
ented	  in	  3D	  space	  14	  times	  with	  MEP	  and	  RESP	  values	  calculated	  for	  each	  conformation.	  All	  values	  were	  
then	  averaged	  (29a,b).	  Early	  test	  systems	  which	  included	  sugar	  rings	  on	  each	  side	  of	  the	  linkage	  indi-­‐
cated	  that	  the	  charge	  distribution	  for	  the	  borano-­‐phosphate	  linkage	  does	  not	  overly	  impact	  the	  charges	  
outside	  the	  phosphate	  group;	  as	  such	  the	  resulting	  RESP	  charges	  for	  the	  borano	  linkage	  were	  balanced	  
to	  the	  overall	  parm99	  nucleic	  acid	  phosphodiester	  group	  charge.	  Within	  AMBER's	  ANTECHAMVER	  mod-­‐
ule	  the	  BH3	  atom	  types	  were	  created	  using	  the	  calculated	  RESP	  charges	  and	  empirically	  determined	  B-­‐P	  
distances.	  ANTECHAMBER	  was	  used	  to	  calculate	  the	  B-­‐H	  distances,	  angles,	  torsion	  angles	  and	  force	  con-­‐
stants	  and	  generate	  the	  force-­‐field	  modifications	  (26).	  	  
	  














SI8a,b:	  Table	  of	  RDC	  parameters	  for	  both	  modified	  hybrids.	  Calculated	  values	  (Calc.)	  were	  de-­‐
rived	  from	  the	  final	  structures	  using	  Amber	  9.0.	  Experimental	  values	  (Exp.)	  are	  derived	  from	  the	  differ-­‐
ence	  between	  measured	  couplings	  in	  the	  presence	  and	  absences	  of	  pf1	  bacterial	  phage.	  Penalties	  were	  








SI8c,d:	  Plots	  of	  back	  calculated	  RDC	  values	  using	  REDCAT	  vs.	  experimentally	  measured	  values.	  	  
R2	  values	  for	  RP	  hybrid	  (red)	  0.987,	  and	  SP	  hybrid	  0.998	  (blue).	  
	  
